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El paulatino reconocimiento de la catálisis enzimática como una 
alternativa eficiente, económica y respetuosa con el medio ambiente, ha 
puesto de manifiesto una amplia gama de aplicaciones en biocatálisis. 
En primer lugar, el desarrollo de procedimientos alternativos para la 
valorización de la biomasa utilizando enzimas ha sido optimizado con 
excelentes resultados en multitud de estudios, no solo considerando el 
rendimiento de formación del producto sino también la selectividad en 
la producción de los mismos. Por otro lado, la creciente demanda de 
estas moléculas biológicas en el desarrollo de biosensores, pilas y otros 
dispositivos, ha visto incrementada su demanda en multitud de campos 
antes exclusivos de la Química Inorgánica. 
La sustitución de los catalizadores tradicionales por moléculas 
biológicas catalíticamente activas ha contado desde su inicio con dos 
desventajas principalmente: el alto costo inherente a los 
biocatalizadores y la baja estabilidad de estos en el medio de reacción 
(térmica y a los disolventes), que evitaban su reutilización a diferencia 
de los catalizadores inorgánicos/orgánicos convencionales. En la 
actualidad, estos inconvenientes pueden ser solventados mediante el 
uso de protocolos de inmovilización enzimática, ofreciendo magníficos 
rendimientos en diferentes reacciones tanto en medio acuoso como 
orgánico. 
En la presente tesis doctoral, se han desarrollado investigaciones 
relacionadas con el estudio de un novedoso protocolo de inmovilización 
de enzimas (denominado biosilicificación) aplicado a dos tipos de 
enzimas (lipasas y lacasas). Los biomateriales fueron optimizados y 
caracterizados, para finalmente ser empleados en dos aplicaciones 
diferentes. En el caso de las lipasas, se propuso la optimización de su uso 
en la reacción de esterificación del ácido valérico mediante diferentes 
métodos (ultrasonidos, calentamiento, convencional y microondas) para 
la obtención de los ésteres derivados de este ácido, considerados como 
productos de alto valor añadido en sectores industriales tan 
competitivos como el sector farmacéutico, alimentario y cosmético. Las 
investigaciones realizadas mostraron la posibilidad de obtener unos 
rendimientos muy elevados a tiempos de reacción cortos y en 
[v] 
condiciones relativamente suaves. Además, el reúso del catalizador fue 
posible en algunas condiciones, estableciendo la posibilidad de un 
potencial escalado del proceso a nivel industrial. 
Por otro lado, el uso de lacasas se ha orientado hacia su aplicación 
en componentes electrocatalíticos, aprovechando el potencial eléctrico 
natural de las lacasas para satisfacer las posibles necesidades 
energéticas, médicas y de otros sectores de interés hasta ahora 
inexplorados por la catálisis enzimática. 
El presente trabajo se encuentra desarrollado como compendio de 
artículos científicos, y se distribuye en seis apartados principales: una 
breve introducción, tres artículos publicados, conclusiones generales y 
listado de otras publicaciones derivadas del trabajo desarrollado 
durante la presente tesis doctoral. Para la presentación de los artículos 
se han establecido tres apartados previos a la publicación derivada en 
cada caso, donde se recogen las hipótesis, el objetivo del estudio y un 
breve resumen previo. Finalmente, las distintas técnicas experimentales 
empleadas en la presente memoria de tesis doctoral están desarrolladas 
en el Anexo I de este documento. 






Gradual acceptance of enzyme biocatalysis as an alternative 
efficient, economical and environmentally friendly approach, has 
revealed a wide range of applications for biocatalysts. The development 
of alternative procedures in biomass valorisation by enzymes has been 
optimized in many studies with excellent results, not only in terms of 
product formation but also in terms of the reactions selectivity. On the 
other hand, the use of these biological molecules in the design of 
biosensors, batteries and other devices has increased their demand in a 
multitude of fields previously exclusive to organic chemistry. 
Replacement of traditional catalysts by biological catalytic 
molecules mainly has two disadvantages: the high inherent cost of 
biocatalysts and their poor stability in the reaction medium, which 
prevented their reuse, unlike conventional organic/inorganic catalysts. 
These drawbacks were solved through enzymatic immobilization 
protocols exhibiting promising yields in different reactions as well as in 
aqueous as in organic media. 
In the present work, research studies have been aimed to study in detail 
a novel immobilisation protocol (denoted as biosilicification) based on 
two types of enzymes (lipases and laccases). Biocatalysts were 
synthesized and extensively characterised in view of their application in 
two different processes. In the case of lipases, these were employed as 
biocatalysts in the esterification reaction of valeric acid under different 
reaction conditions (ultrasound, heating, conventional and microwave) 
to synthesize esters derived from this acid, considered as high added 
value products in industrial sectors as competitive as the 
pharmaceutical, food and cosmetic sector. Biosilicified lipases exhibited 
very high yields to products in short reaction times and relatively mild 
conditions. In addition, the reuse of the catalyst was possible in some 
conditions which provided the possibility of potentially scaling up the 
process to industrial premises. 
Comparably, studies using biosilicified laccases was directed towards 
their applications in electrocatalytic components combining the natural 
[vii] 
electrical potential of laccases to satisfy energy, medical needs and other 
sectors of interest, largely unexplored by enzymatic catalysis. 
The present work is divided into six sections composed of: a brief 
introduction, published articles, general conclusions and other works, 
which have been derived from the same project. The articles are 
organised in three different chapters, where the hypotheses, the 
objective of the study and the subsequent derived publication are 
collected, in each case. Finally, the different experimental techniques 
used in this doctoral thesis report have been included in Annex I of this 
document. 










1.1. Biocatálisis mediada por enzimas en medios orgánicos 
La biocatálisis utiliza catalizadores de origen biológico para el 
desarrollo de transformaciones químicas. Es una tecnología competitiva, 
que ofrece rutas alternativas y complementarias a la catálisis química 
convencional. La creciente demanda de compuestos 
enantioméricamente puros y funcionalmente específicos, por parte de 
industrias tan exigentes como la industria farmacéutica, alimentaria y 
agroquímica, convierte a dichos biocatalizadores en poderosas 
herramientas por su capacidad para realizar transformaciones químicas 
más selectivas y respetuosas con el medio ambiente.  
Una importante ventaja de estos procesos biocatalíticos es que 
operan en condiciones suaves de reacción, como temperatura ambiente 
y presión atmosférica,1,2 reduciendo su consumo energético y 
minimizando problemas derivados como isomerización, racemización, 
epimerización y reordenamiento, que son comunes durante los procesos 
tradicionales.3 Además, el bajo impacto medioambiental derivado del 
uso de estas condiciones de reacción más moderadas, permite incluir a 
la biocatálisis dentro del concepto de “Green Chemistry” o Química Verde 
4–6 (Figura 1). 
 
Figura 1: Principales características de las biotransformaciones. 
En la actualidad, un buen número de reacciones orgánicas poseen 
un equivalente catalítico llevado a cabo por microorganismos, 
anticuerpos y enzimas, siendo estas últimas las que cuentan con más 
aplicaciones industriales descritas.7 En la Tabla 1 se resumen las 
[11] 
principales reacciones orgánicas que se pueden llevar a cabo mediante 
la acción de catalizadores biológicos. 
Tabla 1: Equivalente biocatalítico de las principales reacciones orgánicas, adaptado de 8. 
Reacción Catalizador biológico 
▪ Hidrólisis y formación de ésteres ▪ Esterasas, lipasas 
▪ Hidrólisis y formación de amidas ▪ Amidasas (proteasas…), 
lipasas 
▪ Oxidorreducción de alcoholes y 
cetonas 
▪ Deshidrogenasas 
▪ Oxidación ▪ Oxidasas, lacasas 
▪ Hidroxilación y epoxidación ▪ Oxigenasas 
▪ Peroxidación y halohidratación ▪ Peroxidasas 
▪ Condensación aldólica ▪ Aldolasas, transcetolasas 
▪ Diels-Alder ▪ Anticuerpos catalíticos 
▪ Baeyer Villiger ▪ Monooxigenasas 
▪ Glucosidación ▪ Glucosidasas, 
glucosiltransferasas 
▪ Hidrólisis y formación de fosfatos ▪ Fosforilasas, fosfatasas, 
quinasas 
▪ Formación de ésteres de sulfato ▪ Sulfotransferasas 
▪ Síntesis de aminoácidos ▪ Transaminasas 
▪ Reacciones de isomerización, 
adición, eliminación 
▪ Isomerasas, liasas, 
hidratasas 
Un gran número de biocatalizadores se obtienen a partir de fuentes 
microbianas, de ciertos órganos de mamíferos, y a partir de vegetales.9 
Sin embargo, la creciente presencia de nuevas aplicaciones biocatalíticas 
en la industria está ligada al desarrollo de nuevas herramientas 
biológicas y moleculares para el desarrollo de biocatalizadores “a la 
carta”, como la mutagénesis o las tecnologías recombinantes, con las 
que es posible modificar las propiedades de las biomoléculas con 
respecto a su actividad catalítica, selectividad y estabilidad.10 
Actualmente, las enzimas son los biocatalizadores más empleados 
en procesos químicos, pudiendo emplearse de forma aislada, formando 
un complejo enzimático, o como una preparación de células enteras 
(“whole cells”). Como biocatalizadores, las enzimas destacan por ser 
capaces de aumentar la velocidad de reacción más de 1012 veces en 
condiciones suaves de operación. Al ser altamente selectivas, las 
enzimas asimismo permiten transformaciones sin necesidad de recurrir 
a grupos protectores. Además, en ciertos casos debido a su quiralidad, 
presentan una elevada enantiodiferenciación,11 lo cual permite reducir 
[12] 
pasos durante una síntesis, mejorando la economía de tiempo y los 
rendimientos totales del proceso. 
Las principales desventajas asociadas al uso de las enzimas en 
síntesis incluyen una baja estabilidad a los cambios del sistema 
(temperatura, pH, disolventes, etc.), un complejo proceso de 
aislamiento, su baja productividad y la gran especificidad frente al 
sustrato.12 Sin embargo, los avances en los procedimientos de 
purificación y el uso de enzimas inmovilizadas están consiguiendo 
mejorar esas limitaciones.13 
1.1.1. Enzimas 
Las enzimas, catalizadores de los sistemas biológicos, cuentan con 
características sobresalientes como catalizadores en Química Orgánica, 
entre las que destacan las siguientes: 
▪ Reducen la energía de activación necesaria para el desarrollo 
de las transformaciones químicas, aumentando así su 
velocidad de reacción. Por ejemplo, la reacción de hidratación 
del dióxido de carbono, catalizada por la anhidrasa carbónica, 
es 107 veces más rápida que en ausencia de enzima (Tabla 2). 
Este drástico efecto sobre la energía de activación se debe a la 
formación de un complejo intermedio enzima-sustrato, que 
posteriormente se transforma en producto y enzima.14 
 
▪ Son estéreo y regioselectivas, permitiendo acelerar la 
reacción de un isómero en una mezcla, siendo esto una gran 
ventaja frente a catalizadores químicos tradicionales.11 Todo 
ello se consigue gracias al centro activo, el cual suele estar 
localizado dentro de la estructura terciaria de la enzima. En 
este centro activo residen las propiedades de la especificidad 
enzimática (topología, dimensiones, ordenamiento de grupos 
contraiónicos y regiones hidrófobas).  
 
▪ Su actividad puede ser controlada a través del cambio en la 
concentración de sustratos, productos principales y 
secundarios presentes en el medio, ya que pueden favorecer o 
inhibir su actividad.  
[13] 
▪ Se degradan más fácilmente que los catalizadores 
inorgánicos, pudiéndose desnaturalizar por cambios bruscos 
de temperatura, de pH, contaminación por microorganismos, 
procesos de autooxidación, etc., siendo por tanto 
catalizadores más benignos con el medioambiente.15  
 
Tabla 2: Reacción de hidratación del dióxido de carbono mediada por la enzima 










Carbónica 1,3 x 10
-1 1 x 106 
 
Quimotripsina 4 x 10-9 9 x 107 Ruptura de enlaces peptídicos 
Fosfatasa 
alcalina 10
-15 3 x 107 Reacción de desfosforilación 
Varios de los inconvenientes presentes en los procesos catalizados 
por enzimas (inestabilidad, especificidad respecto a sustrato o coste de 
proceso elevado) pueden ser mejorados a través de procedimientos 
como: 
▪ Técnicas de inmovilización enzimática, que mejoran la 
estabilidad de las enzimas y facilitan su recuperación y 
reutilización,13,15 permitiendo además el uso de estas enzimas 
en procesos industriales.  
 
▪ Avances en el área de la Biología Molecular, como la  
manipulación y el aislamiento genético y su expresión con el 
fin de obtener enzimas específicas en cantidades 
potencialmente industriales.16 Estas técnicas han logrado una 
clara reducción económica en producción de enzimas, 










▪ Modificación estereoselectiva de sustratos, que permite la 
obtención de compuestos intermedios o productos finales de 
gran interés en procesos de Síntesis Orgánica.  
1.1.2. Enzimas en medio orgánico 
A pesar de que el agua es el medio natural donde transcurren las 
biotransformaciones,17 las enzimas tienen la capacidad de trabajar en 
mezclas miscibles e inmiscibles (bifásicas) de agua-disolvente orgánico, 
en sistemas micelares reversos y en medios orgánicos “secos”. Trabajar 
en disolvente orgánicos "secos" parece imposible a priori debido a la 
desnaturalización de estas biomoléculas proteicas, que pierden su 
estructura terciaria/cuaternaria y como consecuencia su actividad 
catalítica. Sin embargo, esta premisa se basa en el uso de enzimas en 
mezclas de agua con disolventes orgánicos y no en disolventes orgánicos 
puros.  
Considerando que el agua actúa como “lubricante” molecular, las 
proteínas poseen una tendencia a desnaturalizarse parcialmente en 
mezclas acuosas de disolventes orgánicos ya que carecen de suficiente 
flexibilidad conformacional. En comparación, esta tendencia resulta 
mayor en presencia únicamente de disolventes orgánicos, ya que las 
enzimas pierden la flexibilidad necesaria aportada por el agua.18,19 Al 
contrario que el agua, los solventes orgánicos se encuentran limitados 
en la formación de puentes de hidrógeno y poseen menores constantes 
dieléctricas, generando fuertes interacciones electrostáticas en la 
estructura de la proteína, haciendo a la enzima mucho más rígida.20,21 De 
esta forma, la presencia de pequeñas cantidades de agua en un medio 
orgánico permite aumentar la actividad de la enzima. Además, ya que la 
reordenación nativa de las enzimas se mantiene en medios orgánicos,22 
trabajar en ellos podría conllevar numerosas ventajas 23,24: 
▪ Catálisis de un gran número de reacciones que serían 
desfavorables en agua. Por ejemplo, la inversión de las 
reacciones de hidrólisis. 
 
▪ Ausencia de reacciones secundarias indeseadas que suelen 
suceder en medio acuoso, como la hidrólisis de anhídridos. 
 
▪ Solubilización de sustratos hidrofóbicos.  
[15] 
▪ Facilidad de recuperación de ciertos productos insolubles y 
del propio catalizador. 
 
▪ Incremento de la estabilidad térmica de las enzimas, 
especialmente a bajas concentraciones de medio acuoso.  
 
▪ Posibilidad de producir cambios importantes en la 
selectividad de los biocatalizadores. La actividad de las 
enzimas en medios orgánicos depende fundamentalmente de 
factores como la cantidad de agua, la solvatación de los 
sustratos, el control del pH, el estado físico de la enzima y la 
naturaleza del disolvente. 
Otro de los parámetros que más afecta la actividad enzimática en 
disolución es el pH. A pesar de que esta variable no tiene sentido en 
disolventes orgánicos, se ha encontrado que las enzimas en tales medios 
presentan “memoria” del pH, correspondiendo su actividad catalítica a 
la del pH de la última disolución acuosa a la que estuvo expuesta la 
enzima.25,26 Este fenómeno se debe a que los grupos ionogénicos de la 
proteína retienen el último estado de ionización que tenían antes de 
deshidratarse y ser reemplazados por el solvente orgánico por lo que es 
importante optimizar el pH a la que la enzima fue expuesta previamente 
para mejorar el rendimiento y actividad en medios orgánicos. 
El agua es considerada además responsable principal de la 
desactivación térmica, ya que no sólo promueve la movilidad 
conformacional de las proteínas sino que también participa en algunos 
procesos degradativos.27 De esta forma, las enzimas resultan más 
estables térmicamente en medios orgánicos que en acuosos. Esto se ha 
demostrado en el comportamiento de la lipasa pancreática de cerdo, 
cuya vida media a 100 °C en disolventes orgánicos es de varias horas, 
mientras que en presencia de agua su desactivación es casi 
instantánea.28 Diversos trabajos han demostrado que la 
termoestabilidad de las enzimas en disolventes orgánicos es debida a la 
rigidez conformacional en su estado deshidratado 21 y a la ausencia de 
uniones covalentes, que en medio acuoso son responsables de la 
irreversibilidad en la actividad de las enzimas. 
Con todo esto, las formas más comúnmente utilizadas en las que se 
emplean las enzimas en medios orgánicos se describen a continuación: 
[16] 
▪ Solubilizada: Reduce las limitaciones por difusión y 
mejorando la interacción enzima–sustrato. Una técnica 
empleada para mejorar la solubilidad de los biocatalizadores 
en disolventes orgánicos se basa en promover enlaces 
covalentes entre la enzima y el polietilenglicol.29 Los 
complejos resultantes forman soluciones transparentes que 
son solubles en diferentes disolventes orgánicos. 
▪ Liofilizada: La liofilización o precipitación de soluciones 
enzimáticas acuosas (por ejemplo mediante la adición de 
acetona)30 es una manera sencilla para preparar un 
biocatalizador apto para medios orgánicos, consiguiendo al 
mismo tiempo ajustar el pH. Sin embargo, pueden existir 
limitaciones de difusividad o en la interacción 
enzima-sustrato, ya que se produce un apelmazamiento 
proteína-proteína.  
▪ Inmovilizada: La inmovilización reduce las limitaciones por 
difusión que presentan las enzimas suspendidas en 
disolventes orgánicos.31 Cuando la enzima está dispersa sobre 
la superficie de un soporte sólido, el acceso a las moléculas 
individuales de la proteína mejora, a la vez que se reduce la 
agregación de las partículas de proteína. Además, las enzimas, 
como las lipasas, que funcionan óptimamente en interfases se 
benefician del aumento de la superficie interfacial que 
conlleva la inmovilización de la proteína. La adsorción de una 
enzima en un soporte macroscópico es la manera más sencilla 
y antigua de inmovilizar proteínas. Las fuerzas que 
intervienen en el proceso de adsorción pueden ser de distinta 
naturaleza (Van der Waals, interacciones electrostáticas y 
enlaces de hidrógeno, etc.), y relativamente débiles, por lo 
que las pérdidas de actividad enzimática generalmente son 
leves. Además, la desorción de la proteína del soporte no 
puede ocurrir en disolventes no polares donde la proteína es 
totalmente insoluble. El enlace covalente de una enzima a un 
soporte macroscópico da lugar a la formación de enlaces 
químicos estables entre ambos, lo cual evita completamente 
su separación, aunque el biocatalizador se encuentre en agua.  
[17] 
En metodologías desarrolladas anteriormente se requerían de 
condiciones relativamente drásticas y preparaciones tediosas para 
llevar a cabo la inmovilización de enzimas, dando lugar a pérdidas de 
actividad inevitables. Sin embargo, en la actualidad existen mecanismos 
de inmovilización en medios orgánicos, como el proceso de 
biosilicificación, que ofrece una alternativa simple e inocua para 
inmovilizar enzimas.15 En estos procesos, los grupos funcionales de la 
enzima implicados en la unión covalente son de tipo nucleófilo (grupos 
N-terminales y ε-amino de residuos de lisina, grupos carboxilo, 
hidroxilo, tiol y fenólicos). 
1.2. La valorización de la biomasa mediante reacciones de esterificación 
mediadas por lipasas 
El aumento global de las necesidades energéticas, la preocupación 
generalizada sobre el cambio climático y la necesidad de reducir el 
impacto ambiental de los productos químicos, disolventes y 
combustibles fósiles han despertado un interés cada vez más creciente 
en el uso de los recursos renovables.32,33 Entre las opciones más 
prometedoras destaca el uso de la biomasa como alternativa a la 
materia fósil, la cual se cataloga como material biológico derivado de 
organismos vivos como plantas, desechos y otras materias orgánicas 
disponibles de base renovable.  
De los tipos de biomasa destaca la biomasa lignocelulósica (por 
ejemplo, madera), que siendo el principal recurso natural de biomasa 
disponible se ha utilizado en una gran variedad de aplicaciones que 
abarcan desde el desarrollo de materiales de ingeniería hasta su uso 
como una fuente de energía. La biomasa lignocelulósica es 
principalmente una mezcla de celulosa (38-50% en peso), hemicelulosas 
(23-32% en peso) y lignina (15-25% en peso) que se mantienen unidos 
por enlaces covalentes, puentes intermoleculares y fuerzas de Van der 




Figura 2: Principales aplicaciones de los ésteres derivados de la biomasa 
lignocelulósica. 
[18] 
Los polisacáridos, que forman una parte importante de la biomasa, 
pueden ser convertidos en etanol y diversos ácidos orgánicos (ácidos 
carboxílicos) útiles para procesos industriales como el de esterificación. 
Los correspondientes ésteres derivados de la biomasa cuentan con un 
amplio rango de aplicaciones como productos farmacéuticos, 
plastificantes, solventes, saborizantes alimentarios, recubrimientos, 
fragancias y biocombustibles 34–36 (Figura 2). Algunos, a su vez pueden 
transformarse como intermediarios químicos y monómeros en la 
producción de resinas y polímeros de alto peso molecular.37 Por lo tanto, 
el desarrollo de procedimientos sostenibles y de alto rendimiento para 
la valorización de biomasa mediante reacciones de esterificación se 
encuentra en el punto de mira. 
1.2.1. Biomasa lignocelulósica 
La materia lignocelulósica (o lignocelulosa) constituye una fuente 
barata, abundante, renovable y sostenible de carbono para multitud de 
aplicaciones industriales. A partir de la celulosa de este tipo de biomasa 
es posible obtener varias moléculas plataforma importantes, entre las 
que se incluyen: 5-hidroximetilfurfural (HMF), ácido levulínico (AL), γ-




























Figura 3: Compuestos plataforma derivados de las consecutivas transformaciones 
de los productos lignocelulósicos. 
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Los ésteres de AV, conocidos como valeratos o pentanoatos, son 
productos derivados de la GVL. Los valeratos por sí mismos, 
especialmente el etil y metil valerato, son comúnmente empleados no 
solamente en la formulación de cosméticos y detergentes (conteniendo 
del 0,1 al 1%) sino también, en la industria alimentaria y farmacéutica 
debido a su sabor y olor a fruta 35,41 (Figura 4). Estas moléculas son el 
producto de la esterificación de AV y diferentes alcoholes, habiendo sido 
asimismo recientemente considerados como una posible segunda 
generación de biocombustibles 36,42–45 (Figura 3). La elección entre 
alcoholes (metanol, etanol, propanol, butanol o pentanol) promueve la 
formación de diferentes valeratos cuyas propiedades, como el octanaje y 
el punto de ebullición, influyen en su posterior utilización, siendo, por 
ejemplo, los ésteres menos pesados los más adecuados para motor de 
ignición y los más pesados para motores de diésel. 
 
Figura 4: Principales aplicaciones del EV,  
Lange et al. describió en 2010 el proceso de producción de ésteres 
derivados del AV obtenidos a partir de la lignocelulosa. En la Figura 5 se 
reflejan los cuatros pasos del procedimiento:  
 
Figura 5: Proceso de producción de ésteres derivados procedentes de materiales 
lignocelulósicos, adaptado de la referencia 42. 
En primer lugar, el AL (C5H8O3) se obtiene mediante la hidrólisis 
ácida de la lignocelulosa. Posteriormente, se lleva a cabo la 
hidrogenación del AL (C5H8O3) para obtener GVL (C5H8O2), seguida de la 
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apertura hidrogenolítica del ciclo para obtener AV (C5H10O2). 
Finalmente, se lleva a cabo la esterificación del AV para obtener 
valeratos de alquilo. En la presente memoria, se ha optimizado la 
reacción de esterificación del AV correspondiente a este último paso 
para la síntesis de valeratos de alquilo. 
1.2.2. La reacción de esterificación  
La esterificación se puede definir como la transformación de ácidos 
carboxílicos o sus derivados en ésteres, tratándose de una clase 
importante de reacciones investigadas en profundidad, empezando por 
los esfuerzos de Berthelot y Gilles en 1862.46 La síntesis de ésteres 
mediante la reacción entre ácidos carboxílicos y alcoholes es una 














Figura 6: Mecanismo de la reacción de esterificación. 
Se conocen diferentes rutas de reacción disponibles, como procesos 
de solvólisis, condensaciones y el uso de radicales libres para la 
preparación de ésteres.47 Sin embargo, el método más ampliamente 
aplicado es la esterificación directa del ácido carboxílico con el alcohol 
en presencia de un catalizador ácido, homogéneo o heterogéneo.  
Esta metodología cuenta con la problemática de que los 
catalizadores ácidos convencionales sufren problemas asociados a la 
generación de reacciones secundarias (como la eterificación y la 
deshidratación), corrosión de los equipos, costosos procedimientos de 
purificación, largos tiempos de reacción y generación de efluentes 
ácidos.48,49 Por lo tanto, resulta esencial el desarrollo de sistemas que 
proporcionen rutas más limpias, para sintetizar una amplia variedad de 
productos industriales y que cuenten con facilidad de separación de los 
productos, evitando contaminación y generación excesiva de residuos. 
Es por ello, que la esterificación catalizada por enzimas adquirió 
una creciente atención en muchas aplicaciones recientes, debido además 
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a un aumento paulatino de la demanda de ésteres orgánicos en la 
industria química.50 
La mayoría de estos ésteres son extraídos de fuentes naturales y 
muchos de ellos son difíciles de aislar. Por otro lado, la producción 
mediante procedimientos basados en la química tradicional suponen 
operaciones que utilizan catalizadores inorgánicos a temperaturas entre 
200‐250 °C, con la consiguiente generación de subproductos que 
contaminan el producto deseado, lo que es una gran desventaja en las 
aplicaciones para la industria alimentaria. 
Por esta razón, hace algunas décadas se desarrolló la esterificación 
mediada por lipasas 51 y se han estudiado diversas lipasas microbianas 
con alcoholes primarios o secundarios, o ambos, utilizando sistemas en 
ausencia de disolvente o disolventes orgánicos con excelentes 
resultados.41 Entre los factores que influyen mayoritariamente en el 
rendimiento del éster se encuentran las concentraciones de enzima y 
sustratos, su relación molar, el valor de pH de la reacción y la 
temperatura, las velocidades de mezcla y el contenido de agua.52 
1.2.3. Lipasas 
El grupo de biocatalizadores más utilizado en síntesis orgánica y en 
procesos industriales son las hidrolasas.53 Se estima que más de un 70 % 
de las enzimas empleadas en la industria pertenecen a esta familia.  
Las hidrolasas catalizan la hidrólisis selectiva de enlaces del tipo 
C-O, C-N e incluso de enlaces tipo P-O. Son enzimas fácilmente 
accesibles, que no requieren cofactor y que presentan una gran 
versatilidad catalítica, puesto que pueden adoptar diversas 
conformaciones que les permite acomodar en su centro activo una 
amplia variedad de sustratos.54 Estas enzimas tienen como función 
primaria catalizar la hidrólisis de una gran variedad de compuestos, 
entre los que se encuentran, los ésteres y lípidos (esterasas, lipasas), los 
péptidos y las proteínas (peptidasas, proteasas), o los fosfatos y 
pirofosfatos (fosfatasas). 
Las lipasas (E.C. 3.1.1.3), constituyen un importante grupo de 
biocatalizadores, cuya función fisiológica consiste en catalizar 
reacciones de hidrólisis de enlaces éster-carboxílicos in vitro. Catalizan, 
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reacciones lipolíticas y de hidrólisis de otros esteres, y reacciones de 
síntesis tales como esterificaciones, transesterificaciones, alcohólisis y 
acidólisis.55 Esta versatilidad invita al desarrollo de biocatalizadores 
para la producción de sustancias biopoliméricas y biodiesel, para 
lociones y aceites cosméticos, para mejorar los sabores o eliminar las 
grasas de las carnes.55 
Las lipasas presentan una naturaleza hidrofílica a excepción de la 
zona donde se localiza el centro activo y su entorno más cercano de 
carácter hidrofóbico. Esta interfase hidrofóbica que rodea al centro 
catalítico es llamada tapadera (‘lid’, o ‘flap’), y puede sufrir un cambio 
conformacional y dar lugar a dos conformaciones en equilibrio: la 
conformación cerrada y la conformación abierta (Figura 7). En la 
conformación cerrada o inactiva, la tapadera bloquea la zona del centro 
activo mediante interacciones entre ambas zonas hidrofóbicas. De esta 
manera, los sustratos no pueden acceder a la zona activa de la enzima.56 
En la conformación abierta o activa, la tapadera se desplaza y los 
residuos del centro activo quedan expuestos al medio para su unión al 
sustrato.57 Los residuos de la tapadera interaccionan con otra zona de la 
superficie de la lipasa mediante puentes salinos, enlaces de hidrógeno, 
etc. 
 
Figura 7: Estructura de tapa abierta (a) y tapa cerrada (b) de CALB, adaptado de la 
referencia 57. 
En presencia de su sustrato natural, aceites y grasas, la forma 
abierta de la lipasa se adsorbe sobre la interfase hidrofóbica de estos 
lípidos, de tal forma que se estabiliza su forma abierta, es decir, la lipasa 
se “activa”. De manera análoga, las lipasas son capaces de experimentar 
este mismo mecanismo de activación en presencia de interfases 
hidrofóbicas diferentes a sus sustratos naturales, tales como soportes 
hidrofóbicos, burbujas de aire, otras proteínas hidrofóbicas e incluso 
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otras lipasas. Este fenómeno es conocido como activación interfacial. La 
activación interfacial supone un cambio conformacional por el 
desplazamiento de la tapa hidrofóbica; en ciertos casos, esta tapa es 
pequeña y no llega a bloquear el centro activo, pero en otros casos, 
pueden existir incluso tapaderas asociadas, siendo más complejo el 
mecanismo de activación.58  
La adición de una pequeña cantidad de un disolvente miscible en 
agua, tal como etanol o metanol, puede proporcionar la interfaz 
necesaria para la reacción además de actuar como sustrato de reacción. 
Sin embargo, si el ratio agua/disolvente aumenta lo suficiente, existe un 
efecto inhibidor sobre la actividad enzimática, ya que el agua dificulta la 
interacción entre la enzima y el sustrato.59 Por lo tanto, la actividad de la 
lipasa está fuertemente influenciada por la naturaleza de la interfaz, las 
propiedades interfaciales y el área interfacial.60 
Además de las reacciones de hidrólisis, en condiciones de baja 
actividad de agua, las lipasas son capaces de catalizar reacciones no 
hidrolíticas: esterificaciones, transesterificaciones o 

































Figura 8: Principales reacciones no hidrolíticas catalizadas por lipasas. 
I. Principal mecanismo de reacción de las lipasas 
Debido a la similitud del centro activo de lipasas y proteasas, el 
mecanismo catalítico es muy similar para ambas enzimas, con la 
formación de intermedios tetraédricos en los dos casos.61 En primer 
lugar, se produce la formación del complejo enzima-sustrato (complejo 
de Michaelis). Este complejo orienta al sustrato dentro del centro activo 
de la enzima, formado por una tríada catalítica constituida por tres 
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aminoácidos: serina, histidina y ácido aspártico o ácido glutámico.62–64 
La función de la tríada catalítica es la siguiente (Figura 9): en la enzima 
libre, el grupo imidazol de la histidina queda polarizado por el ion 
aspartato y por la serina (etapa 1), lo que facilita la transferencia 
electrónica dentro del centro activo a través de puentes de hidrógeno. Al 
entrar en contacto con un sustrato adecuado (etapa 2) el grupo 
hidroxilo de la serina inicia un ataque nucleófilo sobre el grupo éster del 
sustrato 1, formándose un intermedio tetraédrico (IT1). En este 
intermedio IT1, la diferencia de densidad electrónica provocada entre el 
oxígeno del grupo éster del sustrato y el grupo imidazol de la histidina 
induce la formación de un complejo acil-enzima, resultando en la salida 
del producto 1 RHX (etapa 3) y de un éster de serina. Tras la 
descomposición, tiene lugar un segundo ataque nucleófilo con otro 
sustrato que contiene un grupo OH (generalmente agua), formándose un 
segundo intermedio tetraédrico (IT2), que colapsa en el producto de 
reacción y regenera la serina (etapa 4), comenzando un nuevo ciclo 
catalítico. La enzima posee un ambiente quiral específico dentro de su 
centro activo que es el responsable de su selectividad. Esta selectividad 
puede manifestarse bien durante la formación del complejo acil-enzima, 
durante el posterior ataque del nucleófilo o bien durante ambos 65 
(Figura 9). 
 
Figura 9: Mecanismo de reacción genérico de las lipasas. 
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II. Estructura 
En lo referente a la estructura de las lipasas, existen una serie de 
características principales. Todas las lipasas son miembros de la familia 
"α/β-hidrolasa", es decir, tienen una estructura que se compone de un 
núcleo de predominantemente láminas β paralelas rodeado por 
α-hélices.63,66,67 Este residuo nucleófilo activo de serina se basa en una 
cadena que hace un giro entre una lámina β y una α-hélice en una 
secuencia de pentapéptido Gly-X-Ser-X-Gly con alto grado de 
ordenamiento y estabilidad (conservación),63,66,67 formando un 
característico giro αβ, que se denomina "codo nucleofílico".63,66,67 Sin 
embargo, la Lipasa B de Candida Antarctica (CAL-B) no posee la 
secuencia de pentapéptido conservado Gly-X-Ser-X-Gly, alrededor del 
sitio activo, presente en la mayoría de las otras lipasas.68  
Una característica importante es la presencia de una tapa o solapa 
compuesta de una secuencia peptídica anfifílica de α-hélice que cubre el 
sitio activo.57,69 La Lipasa B de C. Antarctica tiene una tapa muy pequeña 
y sencilla que no aísla completamente el centro activo de la enzima en su 
forma cerrada.68 Este centro activo tiene cuatro puntos de unión hacia el 
sustrato, para los triglicéridos: un hueco de oxianión y tres "bolsillos" 
para acomodar los ácidos grasos unidos en las posiciones sn-1, sn-2, y 
sn-3. Dos amidas forman la columna vertebral de un residuo  en la 
Región N-terminal de la lipasa y el terminal C de la serina catalítica 
vecina forman el hueco oxianión.70,71 
III. Lipasa Candida Antarctica (CAL)  
Es una de las lipasas más versátiles empleadas en el campo de las 
biotransformaciones.72,73 Este biocatalizador fue aislado en la Antártida, 
cuando se examinaban enzimas capaces de trabajar en condiciones 
extremas. Existen dos isoenzimas de esta lipasa, la forma A y la forma B. 
La lipasa A depende de la presencia de iones Ca2+ y es más termoestable, 
mientras que la forma B es menos termotolerante e independiente de 
metales para su actividad. Su especificidad de sustrato presenta grandes 
diferencias, ya que la CAL-B es muy activa frente a una gran variedad de 
sustratos no naturales, mientras que la CAL A tiene menor versatilidad y 
ha sido por tanto menos empleada. Ambas isoenzimas han sido 
obtenidas en forma pura a través de procesos de clonación y 
sobrexpresión en Aspergillus Oryzae. La enzima CAL-B está formada por 
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317 aminoácidos, con un peso molecular de 33 KDa, tiene la estructura 
de pliegues de α/β hidrolasas, no presenta activación interfacial (o ésta 
es muy escasa) y es muy poco activa frente a triglicéridos de cadena 
larga.68,74 Como la mayoría de las lipasas, su mecanismo de actuación es 
el de las hidrolasas serínicas. La secuencia de aminoácidos alrededor de 
la serina difiere de otras lipasas, ya que presenta un resto de treonina en 
lugar de glicina. Este cambio explica la menor estabilidad térmica de 
esta lipasa, puesto que, al sustituir la treonina por un resto de glicina, se 
consigue una variedad de CAL-B que presenta mucha mayor 
termoestabilidad, aunque su actividad disminuye considerablemente 
frente a la variedad nativa. 
1.3. Bioelectrocatálisis promovida por lacasas 
La bioelectrocatálisis es un término empleado para indicar 
procesos electroquímicos donde se involucran sistemas biológicos para 
aumentar la velocidad de las reacciones. La bioelectrocatálisis directa 
posibilita la interacción del centro activo de la enzima con el electrodo 
intercambiando electrones, es decir, el electrodo actúa como sustrato de 
la enzima. Este fenómeno se denomina transferencia electrónica directa 
(TED).75  
La incorporación de enzimas redox en sistemas nanoestructurados 
tiene gran interés para el desarrollo de aplicaciones en biosensores, 
pilas de combustible, dispositivos nanobioelectrónicos, así como en 
procesos nanobiocatalíticos.76–78 La organización controlada a nivel 
molecular de los diferentes componentes de un dispositivo 
bioelectrónico permite la optimización de sus propiedades funcionales.  
Para la combinación de biocatalizadores enzimáticos con 
nanomateriales es recomendable la funcionalización de estos 
nanomateriales, lo cual implica un dominio de su química superficial 
que permita establecer interacciones específicas con las enzimas a 
utilizar. De este modo se evita la desnaturalización que en muchos casos 
sufre la enzima al adsorberse directamente sobre el soporte, y lo que es 
más importante, permite optimizar su recubrimiento y orientación para 
aumentar las propiedades catalíticas del sistema híbrido enzima-
nanomaterial.79  
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Además, la inmovilización controlada de enzimas sobre estos 
nanomateriales permite combinar las propiedades catalíticas de las 
primeras con las propiedades electrónicas, ópticas y mecánicas de las 
segundas. 
1.3.1. Lacasas 
Las lacasas (EC 1.10.3.2) son producidas por algunas plantas, bacterias 
y hongos, con una funcionalidad variable y una creciente aplicación 
biotecnológica.80,81 Son proteínas N-glicosiladas que contienen cuatro 
átomos de cobre (Cu2+) por monómero, e independientemente del 
microorganismo que las produzca, cuentan con un centro activo 
altamente estable.82 En general, catalizan la reducción de oxígeno 
molecular a agua por varios compuestos orgánicos como orto y para-
difenoles, aminofenoles, polifenoles y ligninas entre otros, pudiendo 
también reducir algunos compuestos inorgánicos.83,84 
Las lacasas se caracterizan por tener una baja especificidad de 
sustrato y porque su actividad varía en función de numerosos factores 
como pueden ser el pH, el grado de aireación, la fuente de nitrógeno 
o la presencia de inductores de la actividad. Los inductores son 
compuestos que influyen de forma considerable en la actividad de la 
enzima e incluso en la expresión de los genes que la codifican. Uno de 
los inductores de la actividad lacasa más estudiado es el cobre, 
presente en la estructura de la enzima y capaz de aumentar 
significativamente los niveles de actividad de la misma.85,86 
I. Estructura y ciclo catalítico 
Las secuencias nucleotídicas de diferentes lacasas estudiadas 81, 90 
muestran un patrón común: todas codifican una cadena 
polipeptídica de entre 520-550 aminoácidos en la que los dominios 
de unión al cobre están fuertemente conservados, es decir, son 
capaces de mantener tanto su composición aminoacídica (diez 
residuos de histidina y un residuo de cisteína que coordinan los 
átomos de cobre) como su distribución a lo largo de la cadena 
polipeptídica (dos histidinas cerca del extremo amino-terminal y el 
resto cerca del extremo carboxilo-terminal). Concretamente, estos 
sitios de unión a los átomos de cobre se corresponden con cuatro 
regiones conservadas (L1, L2, L3 y L4) que pueden contener desde 8 
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hasta 24 residuos a lo largo de la secuencia de la proteína e incluyen 
tanto los aminoácidos específicos de unión al cobre como otros no 
específicos.87 Los aminoácidos de unión del cobre tipo I son dos 
histidinas, una cisteína y una metionina. Los primeros tres residuos 
son esenciales para la unión del cobre tipo I y forman una estructura 
trigonal muy fuerte con dicho catión. Sin embargo, el enlace de este 
cobre con el cuarto residuo (una metionina axial) es más largo y débil. 
Esta metionina puede ser reemplazada por otros aminoácidos, tales 
como leucina o fenilalanina. Los otros sitios de unión al cobre (L2, L3 
y L4) consisten únicamente en residuos de histidinas que siguen el 
patrón repetitivo His-X-His (Figura 10).88 
 
Figura 10: Diagrama de los dominios de la enzima lacasa, adaptado de la referencia 88. 
Esta secuencia aminoacídica se estructura en las lacasas 
siguiendo un esquema común constituido por tres bloques o 
dominios (D1, D2 y D3) con arquitectura tipo barril-β.80 En esta 
estructura encontramos los cuatro átomos de cobre organizados en 
tres tipos de complejos: cobre I o T1, cobre II o T2 (ambos con un 
átomo de cobre) y cobre III o T3 (constituido por dos átomos de 
cobre). Los centros T2 y T3 se asocian formando un centro de cobre 
trinuclear considerado un híbrido T2/T3.89 El híbrido T2/T3 estaría 
embebido entre los dominios 1 y 3, mientras que el cobre T1 se 
situaría en la zona más expuesta del dominio 3, donde tiene lugar la 
oxidación del sustrato (Figura 11).90 
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Figura 11: Estructura tridimensional de la lacasa de T. versicolor donde se aprecian los 
diferentes dominios (D1-D3) y los residuos de carbohidratos. Los iones de cobre se 
representan como esferas azules, adaptado de la referencia 90. 
La actividad catalítica de las lacasas se desarrolla en un ciclo en el 
que intervienen los tres componentes de la molécula encargados de la 
transferencia de electrones desde un sustrato reductor hasta el oxígeno 
molecular. La reacción catalítica general de las lacasas consiste en la 
oxidación monoelectrónica de cuatro moléculas sustrato y la posterior 
reducción de oxígeno a agua. Esta reducción del oxígeno molecular 
transcurre mediante dos pasos de reducción en los que se forman 
intermedios de la enzima en su forma nativa y en forma de peróxido.89 
Tras la oxidación de cuatro moléculas de sustrato en el complejo T1, los 
cuatro electrones pasan al complejo trinuclear o clúster T2/T3 de tres 
átomos de Cu2+, pasando entonces la molécula al máximo estado de 
reducción. El siguiente paso es la reducción del O2 que se encuentra 
unido al complejo T2/T3. Los electrones- son transferidos hasta el O2 
dando como resultado global la liberación de dos molécula de agua 




Figura 12: Representación del sitio activo de la lacasa donde se indica mediante flechas 
el flujo de electrones, oxígeno y sustrato, adaptado de la referencia 92. 
Los iones cobre del centro activo se encuentran clasificados según 
sus propiedades espectroscópicas.84,93 El centro T1 en las lacasas 
proporciona color azul a las disoluciones de enzima y se caracteriza por 
presentar una banda pronunciada de absorción a 600 nm (ε 5000 M-1 
cm-1) y por un estrecho desdoblamiento en el espectro de EPR (gII = 
2,30; AII = (40-95)·10-4 cm-1) cuando está en el estado oxidado Cu2+.94,95 
Los ligandos del centro T1 son dos histidinas a las que el Cu se une a 
través del nitrógeno y una cisteína que se une a través del grupo sulfuro, 
las cuales forman una estructura trigonal. En algunas lacasas, existe un 
cuarto ligando en posición axial y a mayor distancia, que generalmente 
es metionina, leucina o fenilalanina. El centro T2, también mononuclear, 
no presenta espectro visible de absorción, pero sí un estrecho 
desdoblamiento en el espectro de EPR (gII = 2,24; AII = (140-200)·10-4 
cm-1), típico de los iones Cu2+ tetragonales.94,95 Los ligandos que 
coordinan el Cu T2 son un hidroxilo y dos histidinas a través del 
nitrógeno. La eliminación selectiva del centro T2 de la enzima implica la 
pérdida de la actividad catalítica.96  
El centro T3 de las lacasas contiene dos iones cobre, unidos a través 
de un puente por un hidroxilo. Cada cobre está coordinado por otros 
tres ligandos de histidina. Este sitio puede ser identificado por la 
presencia de un hombro a 330 nm en la región del UV.97 
II. Transferencia electrónica enzimática 
El proceso de transferencia electrónica directa (TED) se refiere a 
aquellas enzimas redox que son capaces de transferir directamente los 
electrones desde su centro redox al electrodo. La velocidad de 
transferencia electrónica está relacionada con la distancia aproximada 
entre el dador y el aceptor, resultando imposible para distancias 
superiores a 2 nm.98 Además, la enzima debe tener su centro activo 
suficientemente expuesto para permitir que la TED tenga lugar, y una 
orientación correcta hacia la superficie del electrodo para que la 
distancia sea la adecuada para la TED.  
En el caso de las lacasas, tiene lugar cuando el centro T1 se 
encuentra orientado hacia el electrodo, o cuando es el clúster T2/T3 el 
que se encuentra orientado hacia el electrodo. En estos casos, una 
[31] 
medida electroquímica en presencia de oxígeno resultará en la 
obtención de una corriente electrocatalítica directa (CCD) debida la 
reducción total de oxígeno a agua (en el caso de que sea el centro T1 el 
que se encuentra orientado hacia el electrodo), o la reducción parcial de 
oxígeno a peróxido de hidrógeno, en el caso de que la orientación sea a 
través del centro T2/T3 99 (Figura 13). 
Así, la obtención de TED está condicionada a la distancia a la que se 
encuentra el centro activo del electrodo, y, por tanto, a la orientación de 
la enzima. Sin embargo, en la mayoría de los estudios publicados, las 
lacasas se encuentran dispuestas al azar en el electrodo, siendo 
necesario en estos casos establecer contacto electrónico entre todas las 
moléculas de enzima activa y el electrodo mediante el uso de 
mediadores redox. Un mediador redox es generalmente un sustrato con 
unas propiedades determinadas:  
▪ El potencial redox del mediador y de la enzima están 
cercanos.100 
▪ Presenta una electroquímica reversible o cuasi-reversible. 
▪ Ambas formas del mediador, oxidada y reducida, son estables.  
Este tipo de transferencia se conoce como transferencia electrónica 
mediada (TEM), puesto que es el mediador el que toma los electrones 
del electrodo y los transporta hasta el centro activo de la enzima 
(Figura 13). Para el caso de las lacasas, las medidas electroquímicas en 
presencia de oxígeno darán como resultado la obtención de corrientes 
catalíticas mediadas (CCM).101 
 
Figura 13: Posibles orientaciones de la lacasa en el electrodo. a) Centro T1 en TED con 
el electrodo; b) Centro T2/T3 en TED con el electrodo; c) Sin TED con el electrodo 
(requiere la presencia de mediadores redox (S)). 
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III. Potencial redox del centro T1 
El centro T1 de la lacasa es el primer aceptor de electrones 
procedentes de la reducción de los sustratos. Las lacasas solo pueden 
oxidar directamente compuestos cuyo potencial redox no sea más alto 
que el potencial redox del centro T1 de cobre de la enzima.102 Por lo 
tanto, el potencial del centro T1 determina la eficacia catalítica en la 
oxidación de los sustratos, por lo que las lacasas de alto potencial 
resultan ser muy interesantes para aplicaciones biotecnológicas.  
El valor del potencial del centro T1 de cobre permite clasificar a las 
lacasas en enzimas de bajo, medio y alto potencial redox.103,104 Las 
lacasas de alto potencial son aquellas cuyo centro T1 tiene un potencial 
entre 700-800 mV (frente al ENH), como por ejemplo las de Trametes 
hirsuta, T. versicolor o T. villosa, todas ellas con potencial próximo a 780 
mV.105,106 Las lacasas de bajo potencial tienen un centro T1 de 430-650 
mV.105 El aumento en la distancia de enlace cobre-nitrógeno afecta al 
valor del potencial del centro T1, debido a una disminución de la 
contribución del par electrónico libre del nitrógeno.90 
IV. Aplicaciones biocatalíticas 
Debido a las propiedades electrocatalíticas de las lacasas, en la 
actualidad existe una gran variedad de aplicaciones biotecnológicas. Su 
habilidad para producir radicales libres durante la oxidación de 
diferentes sustratos da lugar a aplicaciones muy variadas, por ejemplo 
en la industria textil, alimentaria, del papel, síntesis de detergentes, 
cosméticos, materiales antimicrobianos, e incluso en biorremediación 
107,108 (Figura 14). 
La capacidad de transferencia electrónica directa o mediada de 
moléculas de lacasa a un electrodo se ha empleado para la creación de 
biocátodos de reducción de oxígeno en biopilas de combustible.109,110 
Las enzimas multicobre son candidatas adecuadas para actuar como 
bioelectrocatalizadores en cátodos ya que son capaces de reducir 
selectivamente el O2 a H2O con el empleo de cuatro electrones. En 
particular, las lacasas de alto potencial redox son muy interesantes para 




Figura 14: Aplicaciones biotecnológicas de las lacasas, adaptada de la referencia 112. 
La inmovilización efectiva de estas metaloenzimas sobre electrodos 
posibilita su estudio electroquímico y la aplicación de los bioánodos y 
biocátodos en celdas de combustibles o biosensores, para lo cual se 
requiere alta estabilidad enzimática y rápida transferencia electrónica 
enzima-electrodo.113 Además, para que las reacciones tengan lugar de 
forma directa (sin la ayuda de mediadores redox), es preciso que las 
enzimas se encuentren orientadas con el centro activo hacia el 
electrodo. Sin embargo, en la mayoría de los casos, la orientación de la 
enzima sobre la superficie se produce al azar, por lo que no todas las 
enzimas que se encuentran inmovilizadas contribuyen a la 
electrocatálisis directa.114 Por lo tanto, la optimización de la orientación 
de las enzimas en la superficie aumentará considerablemente la 
intensidad de corriente catalítica directa. 
1.4. Tipos de inmovilización enzimática 
La inmovilización representa un método ampliamente usado para la 
mejora de catalizadores enzimáticos. Este método, si se diseña 
adecuadamente, puede conferir al biocatalizador todas las propiedades 
deseadas: estabilidad, actividad, especificidad y selectividad, reducción 
de la inhibición.60,115–117 Una enzima inmovilizada está física o 
químicamente asociada o contenida en un soporte o matriz no esencial 
para su actividad. La inmovilización permite la utilización de las 
enzimas en procesos continuos, facilitando la separación del 
biocatalizador de sus productos y su reutilización para obtener un 
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precio más competitivo. En la Tabla 3 se clasifican las ventajas y 
desventajas más importantes de la inmovilización enzimática. 
Tabla 3: Principales ventajas y desventajas de la inmovilización enzimática, tabla 
original. 
Ventajas Desventajas 
▪ Posibilidad de adición y 
extracción de la mezcla 
reaccionante. 
▪ Aumento de la actividad de la 
enzima, en muchos casos. 
▪ Estabilidad a mayores intervalos 
de pH. 
▪ Utilización de reactores 
enzimáticos de fácil manejo y 
control, adaptados a la aplicación 
de la enzima inmovilizada. Estos 
sistemas de reactores permiten el 
empleo de cargas elevadas de 
enzimas, que mantienen su 
actividad durante más tiempo, y el 
reciclado, que posibilita la 
obtención de productos con 
mayor pureza. 
▪ Reutilización de la enzima. 
▪ Posibilidad de trabajar a 
temperaturas más elevadas 
debido a la estabilización, con lo 
que se aumenta la velocidad de 
reacción y se evita la 
contaminación microbiana. 
▪ La alteración de la 
conformación de la enzima 
respecto de su estado nativo 
puede influir de forma negativa. 
▪ La disminución de la 
productividad por unidad de 
peso o volumen. Esto es debido 
a que, en general, menos del 5% 
de un sistema de enzima 
inmovilizada está constituido 
por la propia enzima, siendo el 
resto soporte inerte. 
▪ La necesidad de utilizar 
soportes con un gran poder de 
adsorción, es decir, con una 
elevada superficie específica y 
alto número de centros activos 
superficiales, normalmente 
ácidos, sobre los que provocar 
la inmovilización. De ahí que, 
sea necesario desarrollar 
métodos más eficientes de 
inmovilización para reducir las 
limitaciones de las técnicas 
actualmente disponibles y para 
promover el empleo de las 
enzimas como catalizadores 
suficientemente económicos 
para su aplicación, tanto a 
escala preparativa como a 
escala industrial. 
Una posible clasificación de los principales métodos de 
inmovilización es la siguiente 118 (Figura 15): 
▪ Inmovilización por adsorción: consiste en la asociación entre 
la enzima y el soporte a través de mecanismos de interacción 
superficial reversibles, especialmente interacciones 
electrostáticas. Estas interacciones débiles son deseables ya 
que interacciones más fuertes pueden distorsionar la 
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estructura de la enzima y reducir la actividad 
significativamente.58,119 Por otro lado, la naturaleza de esta 
inmovilización hace que las enzimas sean susceptibles a 
filtración, con respecto al soporte, por lo que es un método 
inadecuado para aplicaciones que exponen al catalizador 
inmovilizado a grandes cambios de temperatura, pH o fuerza 
iónica. 
 
Figura 15: Clasificación en los métodos de inmovilización enzimática. a) Adsorción 
física, b) Atrapamiento, c) Encapsulación y d) Unión covalente. En la imagen los 
semicírculos naranjas se refieren a la estructura enzimática y el polígono morado al 
centro activo. 
▪ Atrapamiento o encapsulación: esta inmovilización difiere de 
las anteriores en el hecho de que la enzima está libre en una 
disolución, pero tiene su movimiento restringido por la 
estructura en red del gel que la contiene. Este procedimiento 
consigue una mayor estabilidad del catalizador 
inmovilizado.120 Sin embargo, una importante desventaja de 
la encapsulación es la disminución en la actividad catalítica 
debido a la limitación en la difusión del sustrato y del 
producto a través del material encapsulante. 
 
▪ Inmovilización por unión covalente: este método implica la 
formación de enlaces covalentes entre la enzima y el soporte. 
El soporte suele tener en su superficie grupos funcionales 
reactivos que interaccionan con los grupos funcionales de los 
aminoácidos residuales de la superficie de la enzima. Este 
método reduce la lixiviación potencial de la enzima 
inmovilizada, pero promueve la disminución de la actividad 
catalítica debido a la distorsión estructural del catalizador al 
establecer enlaces fuertes con el soporte.  
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1.4.1. Efectos de la inmovilización 
A menudo, la inmovilización altera significativamente el 
comportamiento de las enzimas. En primer lugar, se producen cambios 
en su estabilidad y, en segundo lugar, la enzima inmovilizada es un 
sistema heterogéneo en el cual todos los componentes que intervienen 
en el proceso catalítico (pH, sustratos, productos, inhibidores, 
cofactores, activadores, etc.) se encuentran en interfase: en el medio de 
reacción y en la fase constituida por el soporte con la enzima. Como 
consecuencia la actividad enzimática se ve afectada por problemas de 
tipo difusional, estérico y de microentorno. 
La estabilidad de las enzimas, generalmente mejora con la 
inmovilización, debido sobre todo a que existen uniones multi-
puntuales enzima-soporte.121,122 Así, la estructura terciaria de la enzima 
adquiere mayor rigidez y se hace más resistente a la desactivación 
térmica o química. Este tipo de estabilización se obtiene únicamente en 
aquellos métodos en los que intervienen enlaces de tipo covalente. 
También se evita la agregación intermolecular al mantener las 
moléculas de enzima retenidas en una determinada región del espacio. 
Por otro lado, existe una alteración del microentorno de la enzima 
debido a la interacción de la misma con el soporte.123 En otros casos el 
soporte tiene un efecto tampón de tal manera que mantiene el pH 
óptimo de la enzima en su microentorno, aunque en la disolución se 
produzcan cambios importantes de pH. Por otra parte, en aquellas 
reacciones catalizadas por enzimas inmovilizadas, en presencia de 
disolventes orgánicos, la hidrofilia del soporte o su capacidad de retener 
agua regula la actividad de la enzima. 
Cuanto mayor es la hidrofilia del soporte, más agua adsorbe y la 
enzima poseerá la cantidad necesaria de agua en su microentorno para 
mantener su conformación activa.124 La actividad de la enzima puede 
disminuir e incluso perderse tras su inmovilización. Si se pierde 
totalmente puede deberse a diversas razones: (i) la unión del soporte se 
produce de tal forma que impide el paso de sustrato al centro activo, (ii) 
los grupos reactivos del soporte reaccionan con algún aminoácido que 
forma parte del centro activo o que sea esencial para la actividad 
catalítica de la enzima, (iii) se produce un cambio conformacional que 
da lugar a una forma inactiva, y (iv) las condiciones experimentales del 
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proceso de desnaturalización o desactivación de la enzima. Si la pérdida 
no es total, los cambios de actividad se deberán principalmente a efectos 
difusionales, electrostáticos, estéricos y/o del microentorno. 
En la actualidad, se aplican diversas técnicas de inmovilización de 
lipasas mediante procesos de adsorción uniendo las enzimas a la 
superficie del soporte por fuerzas débiles.125 Se han descrito para ello el 
uso de materiales tales como filosilicatos,126 Accurel MP1004 
(polipropileno poroso),127 sílice mesoporosa 128 y zeolitas.129 La técnica 
de adsorción es simple y efectiva; sin embargo, la desorción de las 
moléculas de la enzima es un problema común. También existen 
trabajos sobre la inmovilización a través de la interacción electrostática 
en materiales tipo ITQ-6 (derivado delaminado del precursor laminar de 
zeolita tipo ferrierita).130  
Cuando se recurre a enlaces covalentes fuertes, se logra una fuga 
mínima de la enzima. En la bibliografía se han utilizado soportes tales 
como ITQ-6,130 paja de arroz,131 nanopartículas magnéticas,132 
nanopartículas de sílice 133 o quitina.134 Los agregados enzimáticos 
reticulados (cross-linked enzyme aggregates, CLEA) pueden formarse 
por medio de reactivos bifuncionales o multifuncionales tales como 
glutaraldehído.135 Sin embargo, la actividad enzimática puede empeorar 
ya que los grupos funcionales para formar enlaces covalentes son 
críticos para la catálisis. Las lipasas también pueden quedar atrapadas 
en la matriz de polímeros como el gel de filosilicato,136 el gel de fibra de 
acetato de celulosa-TiO2 137 y los geles de sílice.138–140 Asimismo, se han 
utilizado membranas porosas tales como aerogel de sílice,141 micelas 
tensioactivas autoensambladas con sílice 116 y liposomas cubiertos con 
caparazón de sílice porosa 142 para encapsular lipasas.  
Los procedimientos de inmovilización de atrapamiento y 
encapsulación son a menudo más simples que las inmovilizaciones 
mediante enlaces covalentes, pero las matrices poliméricas y las 
membranas porosas a menudo tienen una resistencia significativa a la 
transferencia de masa.  
Los materiales mesoporosos se definen como sólidos inorgánicos 
porosos con un rango de diámetro de poro de 2-50 nm. Pueden tener 
una gran variedad de propiedades con respecto a la composición, la 
forma de los poros y la morfología de las partículas. La mayoría de los 
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materiales mesoporosos son óxidos, como SiO2, Al2O3, TiO2 y ZrO2, y la 
estructura suele ser cúbica o hexagonal.143–145 La sílice mesoporosa es 
con mucho el material mesoporoso más estudiado con respecto a las 
aplicaciones de inmovilización enzimática, pero también se han 
utilizado otros óxidos metálicos mesoporosos como soporte. La 
inmovilización enzimática por adsorción física se ve muy afectada por 
las interacciones electrostáticas entre la enzima y el soporte.146–148 
Dependiendo del punto isoeléctrico (pI) de la enzima a inmovilizar, 
puede ser ventajoso reemplazar el soporte de sílice (pI ~ 2) con titania 
(pI ~ 5) o alúmina (pI ~ 8) para una inmovilización óptima.149 Sin 
embargo, los precursores de estos últimos óxidos metálicos, como los 
cloruros y alcóxidos metálicos, muestran una hidrólisis y una cinética de 
condensación mucho más rápidas que los precursores de sílice, lo que 
dificulta el ensamblaje en estructuras mesoporosas ordenadas.150 La 
inmovilización enzimática también puede verse afectada por 
interacciones hidrófobas que pueden potenciarse usando 
modificaciones superficiales.151 
La formación de materiales mesoporosos implica un 
autoensamblaje orgánico-inorgánico entre un surfactante, llamado 
plantilla, y un precursor inorgánico. Durante la síntesis, la plantilla 
forma primero micelas cuando se disuelve en una disolución acuosa 
antes de la adición del precursor. El precursor se hidroliza, seguido de 
condensación y polimerización, formando una red inorgánica alrededor 
de la plantilla autoensamblada. Después de completar la reacción, el 
material formado se puede tratar hidrotérmicamente para promover 
reticulación adicional, ajuste del diámetro de poro y crecimiento de 
partículas. Después de la preparación del material híbrido orgánico-
inorgánico, el molde de tensioactivo se elimina por calcinación o 
extracción, dando como resultado un material mesoporoso. 
1.4.2. Biosilicificación como nueva metodología de inmovilización de 
enzimas 
Entre los soportes más comunes utilizados para la inmovilización 
de enzimas destacan las partículas de agarosa, las zeolitas, el vidrio 
poroso, las resinas epoxi, la poliacrilamida y la sílice porosa. En el caso 
de la sílice, se trata de un material bien definido con aplicaciones que 
van desde catalizadores para síntesis química fina hasta aplicaciones en 
la refinería petroquímica. 152 
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El desarrollo de una nueva forma inmovilización enzimática basada 
en encapsulación en una matriz de sílice fue desarrollada por primera 
vez en 2013 por Itabaiana y col., y permitió el desarrollo de una gama de 
catalizadores más estables, formados en un procedimiento respetuoso 
con el medio ambiente y con muy poca inversión de tiempo y 
energía.12,13 Este procedimiento se denominó como biosilicificación y 
propone el uso de sílice (SiO2) como material encapsulante. Se basa en 
una síntesis simple en la que se añade un precursor de silicio (por 
ejemplo, tetraetilortosilicato) a una disolución tampón de la enzima 
comercial para generar una enzima parcialmente encapsulada en un 
material de sílice 15 (Figura 16). 
 
Figura 16: Procedimiento de biosilicificación. 
Se ha demostrado que el procedimiento de biosilicificación 
proporciona a la enzima una mayor estabilidad (a temperatura 
ambiente y pH neutro) en medios orgánicos y acuosos, y aumenta la 
eficacia catalítica al mismo tiempo. Esto se debe a una encapsulación 
parcial observada de la enzima por la matriz de sílice porosa que 
proporciona una estabilidad mecánica/térmica a la enzima. Además, 
favorece la recuperación y la reutilización, en comparación con la 
enzima libre, lo que reduce los costes finales de producción.13 
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2. Hipótesis y objetivos  
 
2.1. Hipótesis 1 
Los procesos biocatalíticos, mediados por enzimas, han despertado 
un gran interés en las últimas décadas como herramienta en la 
valorización de biomasa para la producción de biocombustibles, aditivos 
alimentarios y productos farmacológicos, puesto que representan una 
alternativa más eficiente y ecológica en comparación con los 
catalizadores inorgánicos. Las reacciones mediadas por enzimas 
requieren condiciones de temperatura, presión y pH moderadas, es 
decir, respetuosas con el medio ambiente. Además, estas moléculas 
biológicas han demostrado ser muy selectivas en multitud de procesos 
catalíticos. No es sorprendente de esta forma, que el uso de las enzimas 
haya aumentado de forma significativa en los últimos años y no solo eso, 
sino que además se prevé que lo siga haciendo en un futuro. 
La implementación de estos biocatalizadores en aplicaciones 
comerciales o procesos industriales está aún bastante incipiente debido 
a la limitada estabilidad de las enzimas y la dificultad de separar 
sustrato, producto y catalizador del medio de reacción. Al tratarse de 
proteínas, la desnaturalización en diferentes condiciones de reacción es 
muy frecuente y la separación sin el deterioro o desactivación de los 
biocatalizadores se plantea como imposible. 
La inmovilización enzimática puede contribuir a paliar estos 
problemas y permite el desarrollo de procesos biocatalíticos 
industriales, económicos y sostenibles. Estos procesos han demostrado 
dotar a la enzima de una mayor estabilidad e incrementar, al mismo 
tiempo, la eficiencia catalítica en el proceso de reacción. Además, facilita 
la recuperación y el reúso del catalizador en comparación con la enzima 
libre, reduciendo los costes de producción finales. 
En esta primera parte del trabajo de tesis doctoral, se ha descrito un 
novedoso protocolo de inmovilización para conferir estabilidad a las 
enzimas en procedimientos tan áridos para el material biológico como 
son los ultrasonidos. 
[55] 
2.2. Hipótesis 2 
La esterificación de ácidos carboxílicos resulta clave en la 
producción de compuestos de interés (ésteres) en multitud de 
aplicaciones. En particular, la esterificación del ácido valérico a diversos 
ésteres, incluyendo compuestos tan relevantes como el valerato de etilo, 
ha sido objeto de estudios mecanísticos con diferentes tipos de sistemas 
catalíticos. El proceso también tiene relevancia desde el punto de vista 
industrial, ya que los productos obtenidos normalmente pueden 
encontrar aplicaciones como aditivos en la industria alimentaria y 
farmacéutica. 
El estudio y la optimización de las condiciones de reacción en la 
esterificación del ácido valérico, mediante sistemas biocatalíticos 
utilizando calentamiento convencional y asistido por microondas, puede 
proveer una ruta alternativa en la síntesis de estos ésteres, de forma 
continua, eficiente y más respetuosa con el medio ambiente. 
2.3. Hipótesis 3 
La transferencia directa de electrones entre las enzimas y los 
electrodos proporciona ventajas inherentes en el diseño y fabricación de 
biomateriales electrónicos para varios sectores industriales, además de 
tener potenciales aplicaciones ambientales, biomédicas y energéticas. 
Especialmente, el uso de técnicas innovadoras de inmovilización para 
diseñar materiales bio-inorgánicos para la construcción de dispositivos 
bioelectrocatalíticos altamente eficientes, han ganado mucha atención 
en los últimos años. La estrategia de inmovilización puede modular 
directamente la conformación y/o orientación de los sitios redox de las 
enzimas para llegar a una comunicación electrónica deseable entre un 
material modificado con enzima redox y el electrodo. En la última 
década, se han desarrollado una gran variedad de electrocatalizadores 
altamente eficientes hacia la reacción de reducción del oxígeno, aunque 
sus principales problemas residen en la estabilidad temporal de la 
conformación enzimática en el medio de reacción. 
[56] 
2.4. Objetivo 1 
El objetivo principal relacionado con la Hipótesis 1 ha sido la 
optimización de un procedimiento de inmovilización para enzimas tipo 
lipasa a partir de un novedoso proceso de encapsulación parcial de la 
enzima en una matriz silícea denominado como biosilicificación. La 
actividad catalítica de los biocatalizadores sintetizados fue investigada 
en la reacción de esterificación del ácido valérico y diferentes alcoholes 
asistida por ultrasonidos. Varios parámetros fueron estudiados, 
incluyendo la influencia del alcohol utilizado, la relación molar 
ácido-alcohol, la actividad enzimática, la cantidad de catalizador así 
como la influencia del agua en el medio, con el objetivo de una mejor 
optimización de los rendimientos a ésteres bajo las condiciones 
investigadas de reacción. Asimismo, se llevó a cabo la caracterización 
de: (i) las propiedades texturales de los materiales obtenidos mediante 
porosimetría de adsorción-desorción de nitrógeno, (ii) sus propiedades 
estructurales mediante espectroscopía fotoelectrónica de rayos-X (XPS) 
y análisis termogravimétrico (TGA). 
Esta temática se aborda en el trabajo “Ultrasound-Assisted 
Esterification of Valeric Acid to Alkyl Valerates Promoted by Biosilicified 
Lipases”, el cual se presenta en el apartado 3.1. 
2.5. Objetivo 2 
El objetivo principal relacionado con la Hipótesis 2 ha sido la 
optimización de la reacción de esterificación del ácido valérico con 
diferentes alcoholes, realizando un estudio comparativo entre 
reacciones llevadas a cabo mediante calentamiento convencional en 
comparación con calentamiento asistido por microondas. Se 
determinaron las condiciones óptimas para la estabilidad y eficiencia 
del catalizador frente a diversos parámetros: la presencia de agua en el 
medio de reacción, la influencia en la cantidad de catalizador, el efecto 
de la agitación en los sistemas, la importancia de la temperatura y el tipo 
de alcohol.  
Esta temática se aborda en el trabajo “Sol-Gel Immobilisation of 
Lipases: Towards Active and Stable Biocatalysts for the Esterification of 
Valeric Acid”, el cual se muestra en el apartado 3.2. 
[57] 
2.6. Objetivo 3 
El principal objetivo correspondiente a la Hipótesis 3 ha sido la 
síntesis de lacasas encapsuladas en sílice mediante el método de 
biosilicificación, con el objeto de su aplicación en la preparación de 
electrocatalizadores eficientes para la reacción de reducción del 
oxígeno. Asimismo, se llevó a cabo la caracterización estructural de los 
materiales sintetizados mediante espectroscopía ultravioleta-visible, 
(UV-Vis), espectroscopía infrarroja por Transformadas de Fourier (FT-
IR), dispersión dinámica de la luz (DLS) y la espectroscopía 
fotoelectrónica de rayos-X (XPS). Para estudiar la eficiencia 
bioelectrocatalítica en la reacción de reducción del oxígeno, se procedió 
a realizar estudios de voltamperometría cíclica y cronoamperometría. 
Esta temática se aborda en el trabajo “Encapsulated laccases as 
effective electrocatalysts for oxygen reduction reactions”, que se presenta 










3. Discusión y resultados  
 
3.1. Optimización de un novedoso procedimiento de inmovilización de 
enzimas hidrolíticas: la biosilicificación. 
 
Los procedimientos de valorización de la biomasa mediados por 
enzimas atraen cada vez más interés desde el punto de vista científico, 
debido fundamentalmente a que se tratan de procedimientos más 
selectivos, eficaces y respetuosos con el medio ambiente. Las lipasas 
constituyen un grupo de catalizadores biológicos que catalizan 
reacciones de esterificación entre un ácido carboxílico, como por 
ejemplo el ácido valérico (de alta relevancia en diferentes procesos 
industriales), y un alcohol. Estos ésteres derivados son generalmente 
productos de alto valor añadido por su progresiva aplicabilidad en 
multitud de aplicaciones en las industrias alimentaria, de fragancias y 
cosméticos, entre otras. 
En el trabajo que a continuación se incluye, la lipasa CALB fue 
parcialmente encapsulada en una matriz de sílice mediante un novedoso 
procedimiento de una sola etapa a temperatura ambiente, conocido 
como biosilicificación. Las reacciones se llevaron a cabo mediante el uso 
de ultrasonidos, modificando diferentes parámetros de estudio: tipo de 
alcohol, cantidad de biocatalizador presente en la muestra, cantidad de 
agua y el reúso de las biomoléculas inmovilizadas en sucesivas 
reacciones. 
Los resultados mostraron como la conversión bajo frecuencia de 
ultrasonidos fue casi completa hacia el producto deseado tras dos horas 
de reacción (sin la aparición de productos secundarios), lo cual 
facilitaría la recuperación del producto. Por otro lado, la comparación 
entre la enzima libre y la enzima inmovilizada mostró como la 
encapsulación de las moléculas proteicas aumenta la estabilidad de los 
biocatalizadores y protege de la desactivación mediada por ultrasonidos 
y por las condiciones del medio de reacción (disolvente, pH, etc.). 
De esta forma, se logró presentar una metodología simple y 
eficiente para la esterificación altamente selectiva del ácido valérico a 
[61] 
valeratos de alquilo utilizando lipasas encapsuladas (mediante 
biosilicificación) bajo irradiación por ultrasonidos. Este proceso abre un 
abanico de aplicaciones en multitud de reacciones que no cuentan con 
alternativa enzimática en este momento. 
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Abstract: A novel, environmentally friendly and sustainable ultrasound-
assisted methodology in the valorisation of valeric acid to alkyl valerate using 
a biosilicified lipase from Candida Antarctica is reported. This one-pot room 
temperature methodology of enzyme biosilicification leads to biosilicified 
lipases with improved activity and reaction efficiency as compared to free 
enzymes. Yields in the ultrasound-promoted esterification of valeric acid was 
ca. 90% in two hours with 15% m/v of biosilicified lipase (Bio-lipase; 616 U/ g 
biocatalyst enzymatic activity) and a molar ratio 1:2 (valeric acid: ethanol), 
slightly superior to that observed by the free enzyme (75% conversion, 
583U/g biocatalyst enzymatic activity). The reuse of enzymes in these conditions 
was tested and the results show a relatively good reusability of these 
biosilicified enzymes under the investigated conditions, particularly 
preserving fairly stable specific activities (616 vs 430 U/g biocatalyst after four 
reuses).  
Keywords: Biosilicification, esterification, ultrasounds, biocatalysis, lipases. 
 
1. Introduction 
The valorization of waste generated in various industrial activities 
worldwide becomes fundamental for the development of a sustainable 
planet and a more sustainable society. Esters of carboxylic acids are 
generally recognized natural flavours and fragrances with numerous 
applications.1 Ethyl valerate, with a typical green apple fragrance, 
arouses great interest since it is widely used in the food, cosmetic and 
pharmaceutical industries.2,3 Importantly, alkyl valerates have also been 
recently demonstrated to have excelling properties to be employed in 
[63] 
biofuel blends.4 These components, commonly extracted from natural 
resources, are however very limited in nature.4,5 Additionally, the 
chemical synthesis of esters generally employ not particularly green 
methods (harsh reaction conditions, use of mineral acids, etc.), with 
most systems exhibiting low selectivity.5,6 Lipases (triacylglycerol ester 
hydrolases - EC 3.1.1) are a promising alternative in esterification 
reactions, particularly for valeric acid, under moderate conditions.1,5,7 
Furthermore, the production of these esters via enzymatic route have 
been considered as more environmentally friendly.6,8 
Biocatalytic processes, mediated by enzymes, have attracted keen 
interest in the valorisation of biomass.9 They represent a more efficient 
and ecological alternative to the traditional inorganic catalysts due to 
the fact that they take place under environmentally friendly conditions 
(room temperature, neutral pH), with often greater yields because of 
their regioselectivity and stereoselectivity.10 On the other hand, the use 
of these biocatalysts is not well established in industry because they 
have two main disadvantages: their limited stability, not compatible 
with continuous production;11 and the difficulty of separating the 
substrates and products in the reaction medium, which prevents their 
reuse.8 The immobilization of enzymes was proposed to partially 
overcome these problems, and allowed to date a number of biocatalytic 
industrial processes to be economically profitable.12 
A proposed enzymatic immobilization implemented by our group is 
the use of silica (SiO2) as encapsulating material, the proposed process 
denoted biosilicification. Enzyme biosilicification is based on a simple 
sol-gel synthetic procedure in which a SiO2 precursor (e.g. 
tetraethylorthosilicate) is added dropwise to a buffer solution of the 
commercial enzyme to generate a partially encapsulated enzyme in a 
SiO2 material upon hydrolysis of the SiO2 precursor.11 The 
biosilicification was proved to give the enzyme a greater stability (at 
room temperature and neutral pH) in organic and aqueous media and to 
increase the catalytic efficiency at the same time. This is due to an 
observed partial encapsulation of the enzyme by the porous SiO2 that 
provides a mechanical/thermal stability to the enzyme. Additionally, it 
favours recovery and reuse, in comparison to the free enzyme, reducing 
the final costs of production.13 
[64] 
One of the novel methodologies that attract significant attention in 
biocatalysed esterification reactions is the use of ultrasonic systems, 
alternative greener processes with high yields and a greater selectivity 
as compared to other methodologies.14–17 By comparison with 
conventional heating in carousel reactors, where mass transfer in 
esterification reactions is very limited, acoustic cavitation and 
ultrasound hydrodynamics can solve mass transfer limitations at short 
times of reaction.18–23 This methodology also increases the yield in the 
reaction mediated by biocatalyst under the pressure and temperature 
conditions required for lipases.24,25 In summary, this methodology 
shows low reaction times, does not require the use of toxic solvents,26 
being low energy intensive and cost-competitive. 
Following previous efforts from the group in the design of 
biosilicified enzymes 11,13,27 the objective of this study was to evaluate 
the performance and stability of biosilicified lipases in the esterification 
of valeric acid under ultrasonic conditions. Parameters including type of 
alcohol, acid: alcohol ratio and temperature were investigated. The 
immobilized lipase was characterized using different BET, TGA and XPS 
techniques and subsequently tested for stability and reuses under the 
investigated ultrasound-assisted conditions. 
2. Results 
2.1. Esterification activity 
Esterification experiments (Scheme 1) were conducted at room 
temperature via ultrasounds at different acid: alcohol molar relations 
and diverse concentrations of biocatalyst. 
 
Scheme 1. Ultrasound-assisted esterification of valeric acid catalysed by 
biosilicified lipases. 
[65] 
Table 1 summarises the main set of experiments under optimised 
reaction conditions. Blank runs (in the absence of biocatalyst) or in the 
presence of a SiO2 material (without enzyme synthesized using an 
identical methodology in the absence of enzyme buffer solution) did not 
provide any valeric acid conversion under the investigated ultrasonic-
promoted conditions despite the use of different alcohols and 
acid:alcohol ratios (Table 1, entries 1-8).  
Table 1. Ultrasound-assisted esterification of valeric acid with various 
alcohols (MeOH, EtOH, iPrOH, BuOH) and different acid: alcohol ratios. 














































































Reaction conditions: 0.01 mol valeric acid (1.09 mL), 0.01-0.03 mol EtOH 
(MeOH, i-PrOH, BuOH), 30 mg Bio-lipase (15% m/v, equal quantity for free 
enzyme in buffer solution- corresponding to 83.3 µL-), 2 h ultrasonic 
irradiation. Specific activities calculated for 1:2 acid:alcohol ratio (selected 
optimum conditions). 
The enzymatic activity measured in all experiments (Table 1) 
provided comparable specific activities for the free enzyme (even 
[66] 
slightly reduced, Table 1, entry 16) to Bio-lipase. Taking into 
consideration the quantity of free enzyme in the systems, the calculated 
percentage of protein loading in biosilicified lipase was 86%. These 
results are in good agreement with previous reports which related this 
comparable/improved activities at slightly reduced protein loadings to 
the stability of the encapsulated/immobilised lipase [11,13]. 
Comparably, the highest conversion (90% conversion, 100% selectivity 
to ethyl valerate) was obtained using a 15% m/v of biosilicified enzyme 
and a 1:2 acid: alcohol molar ratio after 2 hours (Table 2, entry 16).  
Additional investigations on different acid:alcohol ratios (Table 1, 
entries 15-17, 18 to 20 and 21 to 23) indicated that the acid-to-alcohol 
ratio did not have a significant influence in the specific activities and/or 
in the conversion in the systems under the investigated reaction 
conditions. In any case, a 1:2 acid:alcohol ratio was selected as optimum 
in all experiments. Interestingly, the use of other alcohols (e.g. 1-
Propanol  and 1-Butanol) could provide conversions to alkyl valerate 
between 50%-70% (Table 1, entries 18-23), with minor differences also 
between more acid/alcohol concentrated solutions. 
Conversions in the 70-82% range at complete selectivity could be 
also obtained keeping the quantity of enzyme to a maximum of 15% 
m/v and/or in aqueous solution (400 µL water added, Table 2). The 
presence of water in the reaction has been reported to favour enzyme-
substrate interaction in biocatalysed reactions [28,29], which in this 
case was not significantly influenced for biosilicified lipases under the 
investigated reaction conditions (Table 2, water results). A decrease in 
catalyst loading was found to decrease, as expected, ethyl valerate yields 
and specific activities of Bio-lipase and the free enzyme in the 
investigated reactions (Table 2, %biosilicified lipase results). 
Table 2. Effect of the quantity of biosilicified lipase and water content in the 




valerate (%) Water (µL) 
Conversion ethyl 
valerate (%) 
15 82 400 69 
7.5 65 300 55 
5 38 200 54 
2.5 <20 100 58 
[67] 
Reaction conditions: 0.01 mol valeric acid (1.09 mL), 0.02 mol EtOH (1.16 
mL), 2 h ultrasonic irradiation. 
A probe was employed in the ultrasound system for temperature 
control and to determine the increase in temperature in the medium 
during the first hour of reaction. After this time period, cool water 
replaced the original solution to start a new reaction time. Over the hour 
reaction period, the temperature increases by ca. 20 ℃ (max. 40-45 ℃), 
with such observed temperature increase being reproducible and 
consistent per hour for several cycles. 
The stability and reusability of the enzyme under the investigated 
ultrasonic irradiation conditions was subsequently tested (Table 3). 
Results pointed out that the biosilicified lipase gradually deactivates 
with reuses in ethanol (from 90% to 60% after 4 uses) but importantly 
Bio-lipase was not fully denaturalised after several cycles under the 
investigated conditions. Reused biosilicified enzymes, as expected, 
provided after equal ultrasound treatment reduced specific activities 
(300-400 U/mg biocat., reuses R2-R4) as well as lower protein loading 
ratios (70-53% protein content in reused R2, R3 and R4 biosilicified 
lipase vs 86% protein present in the fresh Bio-lipase) related to the loss 
of protein with reuses which seems to account for deactivation. Indeed, 
additional experiments on the potential activity/conversion of leached 
enzyme (reduced protein content after reuses, Table 3) indicate that 
such enzyme loss after reuses has exclusively residual activity (21-15% 
conversion, almost negligible specific activity) indicating 1) enzyme 
loss after reuses does not account for any relevant activity in the 
systems; 2) while it does certainly account for the observed 
deactivation after each cycle (Table 3, conversion values).  
Table 3. Reusability studies of biosilicified lipase in the esterification 
reactions using ultrasound. 
Reuses 
Conversion alkyl valerate (%) Specific activity Protein loading 
Ethanol 1-Propanol 1-Butanol (U/g biocatalyst) % 
R0 90±4 43±6 72±3 616±9 86 
R1 84±8 45±4 70±2 586±7 82 
R2 78±3 40±6 76±3 524±11 70 
R3 68±6 46±2 60±6 465±8 54 
R4 60±2 42±1 54±4 430±9 53 
[68] 
Reaction conditions: 0.01 mol valeric acid (1.09 mL), 0.02 mol EtOH/ i-PrOH/ 
BuOH (1.16 mL, 1.53 mL, 1.83 mL, respectively), 30 mg biosilicified lipase 
(15% m/v), 2 h ultrasonic irradiation. 
Interestingly, Bio-lipase was found to be increasingly stable in 1-
Propanol and 1-Butanol. Selectivity to alkyl valerate was fully 
preserved after reuses in each case. Comparably, the free enzyme 
provided a 72% conversion at complete selectivity in the first run, 
followed by a significant reduction in specific activity after 2 reuses 
(<20% conversion, <150 U/mg biocat., run R2), most probably due to 
denaturalisation under ultrasonic conditions. 
2.2. Characterisation of the biosilicified enzyme materials 
The characterization of SiO2 material (Bio-lipase, same protocol in 
the absence of the enzyme buffer solution) showed a very similar 
surface area, exhibiting characteristics of non-porous materials prior to 
template removal (pores blocked with n-dodecylamine template, see 
also Figure 1 for Thermogravimetric (TG) analysis results). Upon 
template removal (soxhlet extraction in ethanol under reflux for 8 h), 
the SiO2 material exhibited large surface areas (ca. 500 m2 g-1), with a 
pore diameter of 3.6 nm, typical of organo-templated mesoporous SiO2 
materials [30].  
 
Figure 1. Thermogravimetric (TG) analysis for SiO2 support (left plot), biosilicified 
lipase R0 (middle plot) and biosilicified lipase R3 (right plot). 
Comparably, the textural properties of the fresh as-synthesized 
biosilicified enzyme (R0) show BET surface values below 5 m2/g-1, with 
negligible pore volumes (Table 4). These results indicate that the 
biosilicifed enzyme is essentially non-porous. However, these new 
biological catalysts do not have to meet the typical surface-specific 
standards normally common in inorganic solid catalysts. These 
materials may not have a direct relationship between catalytic 
[69] 
surface/biocatalyst activity as illustrated in the biocatalytic activity 
results. Interestingly, thermogravimetrically treated Bio-lipase 
materials exhibited an interesting behaviour worth discussing. The total 
loss of organics from biosilicified lipase R0 after TG (Figure 1, middle 
graph, 47.5% weight loss in the 110-600ºC range) rendered a nicely 
porous material that still contains certain quantities of lipase (ca. 
35-45% protein loading) and remains active in the investigated 
esterification reactions.  
Table 4. BET surface area and pore volumes of biosilicified enzymes (as-
synthesized and after TG treatment) as compared to analogously prepared 
silica materials (without enzyme) 
Material SBETa(m2g-1) VBJHC(cm3g-1) DBJHb (nm) 
SiO2 material <10 - - 
SiO2 template removed (soxhlet) 502 0.8 3.6 
As-synthesized Bio-lipase (R0) <5 - - 
Bio- lipase (R0)-after TG heating- 322 0.2 4.5 
Bio- lipase (R3)-after TG heating- 443 0.4 4.8 
aSBET: specific surface area was calculated by the Brunauer–Emmet–Teller 
(BET) equation. bDBJH: mean pore size diameter was calculated by the 
Barret–Joyner–Halenda (BJH) equation. cVBJH: pore volumes were calculated 
by the Barret–Joyner–Halenda (BJH) equation. 
 
The broad and intense XPS bands of N and C1s demonstrate the 
presence of C and Ni on the surface of the biosilicified material. These 
results may indicate a potential availability of the enzyme on the surface 
of the biosilicified material in spite of the biosilicification process which 
rendered highly active encapsulated enzymes.  
 
Figure 2. XPS spectra (survey, left; N1s, right) of biosilicified lipase. 
[70] 
3. Conclusions 
A simple and efficient methodology is reported for the highly 
selective esterification of valeric acid to alkyl valerate using synthesized 
encapsulated lipases (via biosilicification) under ultrasonic irradiation. 
Biosilicified enzymes exhibited slightly improved specific activities and 
product yields in the systems as compared to the free enzyme in ethanol 
(90% conversion and 616 U/g biocatalyst vs 75% conversion and 583 U/g 
biocatalyst at complete ethyl valerate selectivity after 2 h reaction under 
ultrasounds). Importantly, biosilicified lipase materials were active in 
the esterification using longer chain alcohols (e.g. 1-Propanol, 1-
Butanol) also exhibiting a moderate to good reusability after several 
uses, with a stable specific activity despite the significant protein loss 
(616 vs 430 U/g biocatalyst with a reduction in protein content from 86% to 
53% after four reuses). The observed protein loss proved to be 
responsible for the slight deactivation observed after reuses but clearly 
had a minor contribution in the activity of the systems. Comparatively, 
biosilicified lipases were remarkably more stable than the free enzyme 
that fully deactivates after two reaction runs.  
4. Materials and Methods  
4.1 Materials 
All reagents were purchased in Sigma Aldrich and were used 
without further purification. The enzyme lipase B of the species Candida 
antartica (CalB) was purchased from Sigma Aldrich as a buffer solution. 
4.2 Enzyme Biosilicification  
According to the protocol of Junior et al, 2013 (Henriquez et al, 
2014), Tetraethoxysilane (TEOS) (20.80 g, 0.10 mol) is added to a 
stirred solution composed of n-dodecylamine (5.10 g, 0.03 mol), 50 g 
acetonitrile and 50 g buffer solution of Cal-B at room temperature. The 
solution containing a visible solid precipitate after a few mins and was 
stirred for another 3h, then filtered, washed with ethanol and dried at 
room temperature for at least 24 hours. The SiO2 material was 
synthesized using the same protocol without the addition of the buffer 
solution of Cal-B. 
[71] 
4.3 Protein Concentration and enzymatic activity. 
Protein concentration was defined by Bradford method,28 using as 
standard protein bovine serum albumin. All solutions were prepared by 
employing ultrapure water. 
Enzymatic activity was determined by hydrolysis of p-nitrophenyl 
butyrate (pNPB), in acetonitrile, pH 7 and 25 ℃ according to the 
protocol described by García-Galán et al, 2014.29 P-nitrophenol, released 
to the reaction medium as hydrolysis product of pNPB, was measured at 
400 nm. In the present work, a unit (U) is the amount of enzyme capable 
of hydrolyzing 1 µmol of substrate per minute at pH 7 and 25 ℃. 
 
4.4 Immobilization efficiency. 
Immobilization efficiency was evaluated with two parameters: 
Protein loading ratio and activity yield. Protein loading ratio (%) was 
used to compare the amount of enzyme that finally remains into the 
biocatalyst with respect to the free enzyme (for which a value of 100% 
is given). Activity yield (%) equally determined the difference between 
specific activity in case of biosilicified enzyme and free form. 
1. Protein loading ratio (%) = protein loaded
protein introduced
 x 100 % 
2. Activity yield (%) = specific activity (immobilized lipase)
specific activity (free lipase)
 x 100 % 
 
4.5 Materials characterisation  
The immobilized enzymes were characterized using N2 
physisorption and powder X-ray diffraction (XRD). N2 adsorption 
measurements were performed at 77 K by using a Micromeritics ASAP 
2000 volumetric adsorption analyser. The samples were degassed at 
35ºC for 24 under vacuum (p<10¢2 Pa) before the adsorption 
measurements. Surface areas were calculated according to the BET 
(Brunauer–Emmet–Teller) equation. Mean pore size diameter and pore 
volumes were measured from porosimetry data by using the BJH 
(Barret–Joyner–Halenda) method. 
[72] 
TGA measurements were performed using a System Setaram Setsys 
12 TGA instrument. Samples were heated at a heating rate of 10 ℃ min-
1, in Nitrogen (50 mLmin-1) at the temperature range 30-800 ℃. 
XPS (aka ESCA) measurements were performed in a ultra high 
vacuum (UHV) multipurpose surface analysis system (SpecsTM model, 
Germany) operating at pressures <10-10 mbar using a conventional X-
Ray source (XR-50, Specs, Mg-Kα, 1253.6 eV) in a “stop-and-go” mode to 
reduce potential damage due to sample irradiation. The survey and 
detailed Fe and Cu high-resolution spectra (pass energy 25 and 10 eV, 
step size 1 and 0.1 eV, respectively) were recorded at room temperature 
with a Phoibos 150-MCD energy analyzer. Powdered samples were 
deposited on a sample holder using double- sided adhesive tape and 
subsequently evacuated under vacuum (<10-6 Torr) overnight. 
Eventually, the sample holder containing the degassed sample was 
transferred to the analysis chamber for XPS studies. Binding energies 
were referenced to the C1s line at 284.6 eV from adventitious carbon. 
The curve deconvolution of the obtained XPS spectra were obtained 
using the Casa XPS program. 
4.6 Esterification Activity Assay 
Valeric acid and ethanol were used as reaction substrates. In a 
typical esterification reaction, 30 mg of biosilicified lipase (15% Lipase 
m/v) was weighted and added to a solution of the alcohol (0.58 mL, 1.16 
mL, 1.75 mL EtOH; 0.76 mL, 1.53 mL, 2.29 mL i-PrOH; 0.92 mL, 1.83 mL, 
2.75 mL BuOH; corresponding to 1:1, 1:2 and 1:3 molar ratios respective 
to valeric acid), followed by the addition of 0.01 mol valeric acid (1.09 
mL). The mixture was submerged in an ultrasonic bath (Ultrasound Midi 
II, JP-Selecta) and ultrasonicated for two hours, with continuous 
temperature measurement. Reaction runs using the free enzyme were 
performed under identical conditions using comparable enzyme 
quantities (15% Lipase m/v), corresponding to 83.3 µL of lipase buffer 
solution (CAL-B, Sigma-Aldrich. Products were analyzed at different 
time intervals by GC in an Agilent 7890 GC model fitted with a capillary 
column Petrocol 100 m × 0.25 nm × 0.5 μm and a flame ionization 
detector (FID). The GC program was as follows: oven from RT to 220ºC 
(40 mins), inlet 250ºC (split mode), Detector 300ºC, N2 carrier flow: 30 
mL min-1.  
[73] 
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3.2. Estudio de la actividad de enzimas inmovilizadas  
En contraste a los catalizadores ácidos, las enzimas tipo lipasa 
pueden presentar una alternativa a de reacciones de esterificación más 
eficientes, limpias y cortas para sintetizar una amplia variedad de 
productos como los ésteres del ácido valérico. Teniendo en cuenta esta 
posibilidad, el presente trabajo propone optimizar dicha reacción 
mediante el uso de enzimas biosilicificadas y la comparación de su 
actividad biocatalítica y estabilidad en las condiciones de reacción 
estudiadas empleando dos metodologías diferentes: calentamiento 
convencional y calentamiento asistido por microondas.  
La optimización en la reacción de esterificación del ácido valérico 
fue determinada evaluando el efecto de diferentes parámetros (cantidad 
del biocatalizador, presencia de agua en el medio de reacción, 
temperatura de reacción y velocidad de agitación) en diferentes medios 
alcohólicos, y comparando las dos metodologías de reacción. 
Se obtuvieron rendimientos a valerato de etilo comprendidos entre 
80 a 85% de conversión para ambas metodologías en condiciones 
óptimas en tan solo quince minutos. Los procesos asistidos mediante 
irradiación por microondas dieron lugar a una ligera desactivación de 
los biocatalizadores, debido a la desnaturalización de las enzimas, en 
comparación con las reacciones llevadas a cabo mediante calentamiento 
convencional, durante el cual el biocatalizador posee una gran 
estabilidad en el medio de reacción y tras sucesivos reúsos. 
Se estableció que, a pesar de exhibir rendimientos similares, la 
esterificación asistida mediante calentamiento convencional es una 
metodología con menores requerimientos energéticos, lo que resulta en 
un procedimiento más simple para una potencial implementación a 
nivel industrial, permitiendo una reutilización más fácil de estos nuevos 
biocatalizadores. 
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Abstract: Alkyl esters are high added value products useful in a wide range of 
industrial sectors. A methodology based on a simple sol-gel approach 
(biosilicification) is herein proposed to encapsulate enzymes in order to 
design highly active and stable biocatalysts. Their performance was assessed 
through the optimization of valeric acid esterification evaluating the effect of 
different parameters (biocatalyst load, presence of water, reaction 
temperature and stirring rate) in different alcoholic media, and comparing 
two different methodologies: conventional heating and microwave irradiation. 
Ethyl valerate yields were in the 80-85% range under optimum conditions (15 
min, 12%m/v biocatalyst, molar ratio 1:2 of valeric acid to alcohol). 
Comparatively, the biocatalysts were slightly deactivated under microwave 
irradiation due to enzyme denaturalisation. Biocatalyst reuse was attempted 
to prove that good reusability of these sol-gel immobilised enzymes could be 
achieved under conventional heating. 




In recent years, the production of high added value products from 
biomass is becoming an important subject of study in many scientific 
fields, as biomass encompasses a wide range of organic materials 
characterized by its heterogeneous origin and composition. For 
instance, sewage sludge, urban solid organic wastes and other residues 
generated from industrial processes1 and other human activities can be 
also considered as biomass sources. Moreover, biomass is considered 
[79] 
the largest worldwide renewable source of carbon, as it can be 
originated through biological pathways. Currently, biomass is the fourth 
largest worldwide energy resource, becoming a potential sustainable 
source of valuable chemicals through various transformation pathways, 
among which enzymatic conversion should be highlighted.2  
Carboxylic acids are common components of effluents and sub-
streams from several industrial procedures. While these compounds do 
not present interesting applications, their esters have numerous uses in 
the food, cosmetic and pharmaceutical industries, representing a huge 
demand estimated in $23.5 billion in 2014.3,4 The main issues of alkyl 
esters are their very limited natural supply and their chemical synthesis 
via catalytic procedures requires severe reaction conditions with a quite 
low selectivity of inorganic catalysts.5,6 In this sense, biological catalysts 
are being a promising alternative in the production of alkyl esters under 
moderate and mild conditions.3,6,7 They show a more efficient and 
ecological alternative to the use of traditional inorganic catalysts for 
biomass valorisation, because of their good performance at 
environmentally friendly conditions, lower temperature and pH values, 
and with less by-products because of their regioselectivity and 
stereoselectivity.8 Therefore, it is not surprising that biocatalysed 
processes have been steadily growing over recent years, with clear 
outlooks indicating an increasing trend for enzymes commercialisation 
in the global market.  
The use of these biocatalysts is not well established at industrial 
scale due to two main drawbacks: their limited stability, being not 
compatible with continuous production processes,9 and the 
complication derived of substrates/products separation step from the 
reaction medium, avoiding their reuse.10 In order to overcome these 
important issues, research on enzymes immobilization is being 
increasingly relevant, allowing the development of several biocatalytic 
industrial processes towards economically profitable applications. A 
simple immobilization protocol implemented in our group, denoted as 
biosilicification, has been proved to improve enzyme stability in organic 
media, enhancing catalytic efficiency at the same time.9 Enzyme 
biosilicification process is based on a simple sol-gel synthetic procedure 
in which a silica precursor (e.g. tetraethylorthosilicate) is dropwise 
added to the enzyme and hydrolysed, in order to partially encapsulate 
the enzyme by a silica layer.9 Although, most of the research works have 
[80] 
focused on the immobilization of hydrolytic enzymes, such as lipases, 
more recent studies have employed the same procedure in laccases with 
similar excellent results.9,11 Furthermore, due to immobilization, the 
recovery and subsequent reuse of these biocatalysts result favoured, 
reducing the final production costs when compared with the use of free 
enzymes.11 
Conventional heating (CH) methods have been reported as slow 
and inefficient energy transfer production pathways due to the 
disadvantage that they present on the adequate convection currents 
transference and the low thermal conductivity of the materials to 
penetrate.12,13 These issues result in a higher temperature in the 
reaction tube than in the reaction medium, promoting a reverse 
temperature gradient. This problem can be solved by using microwave 
(MW) assisted heating procedures (Figure 1), as the energy is directly 
transferred to reactive species by so-called "molecular heating" 
processes, promoting more selective transformations that are not 
possible to achieve by conventional heating.13–15 MW radiation, as any 
electromagnetic radiation, is constituted by an electric field and a 
magnetic field that propagates perpendicularly, although only the 
electric field transfers the energy, through interaction of dipoles and 
ionic conduction, which leads to the heating of the substances.13,16 It is 
completely different from what happens in a conventional heating 
reactor, where the heating takes place by conduction, irradiation and 
convection.13 Conventional heating also entails longer reaction times17 
in comparison with MW reactors but it leads to cost and energy savings 
because of an easy and fast capacity to scale up in different industries. 
 
Figure 1. Temperature profiles provided by (a) conventional heating or (b) 
microwave-assisted processes. 
[81] 
Esterification reactions can be defined as the transformation of 
carboxylic acids or their derivatives into esters. The kinetic and process 
behaviour of this important type of reactions have been thorough 
investigated since Berthelot and Gilles 18 began first studies in 1862. The 
most widely employed method comprises the direct esterification of 
carboxylic acid with alcohols in the presence of acid catalysts. However, 
conventional acid catalysts during esterification reactions exhibit 
problems associated with the generation of secondary reactions, 
corrosion of equipment, costly purification procedures and long 
reaction times.19 Therefore, the need for an esterification reaction 
system providing cleaner and shorter routes to synthesize a wide 
variety of industrial products, such as valeric acid esters, results 
essential. Considering this, the aim of the present work was to optimize 
the catalytic esterification of valeric acid to ethyl valerate (marketed as 
green apple flavour) by using sol-gel biosilicified enzymes and 
comparing the performance of two different methodologies: 
conventional heating and MW-assisted processes. Moreover, different 
experiments with metal containing biocatalysts were carried out in 
order to improve their recovery and subsequent reuse.20 
2. Results and Discussion  
The esterification reaction was carried out using valeric acid as 
substrate, as carboxylic acid, and different short chain alcohols such as 
methanol (MeOH), ethanol, isopropanol (iPrOH) and 1-butanol (BuOH) 
as reactive media. The hydrolytic free and immobilized enzyme, Candida 
antarctica lipase B (CalB), was employed in order to study the efficiency 
of the encapsulation or biosilicification procedure, conducted by CH and 
MW methodologies. The immobilized lipase was previously 
characterized by our group using different BET, TGA and XPS 
techniques.20 The reported results indicated that the biocatalyst started 
being a non-porous material, becoming highly porous after successive 
reuses due to the progressive loss of organic compounds. Despite these 
protein losses, the biocatalyst still retained significant amounts of lipase, 
remaining highly active during the investigated esterification reactions. 
These relevant results further supported the high stability of the 
immobilised enzymes compared with the free enzyme, particularly 
under the investigated conditions.20 
2.1. Protein Concentration and Enzymatic Activity 
[82] 
For each experiment 12% m/v of biocatalyst was introduced in the 
mixture of reaction, immobilized or free form, presenting an enzymatic 
activity of 592 U/genzyme or 656 U/genzyme, respectively (Table 1). As 
expected, the free enzyme showed a higher value than biosilicified 
lipase. This was due to the effect of enzyme immobilization process that 
encapsulated it and, therefore, many active centres are hidden inside the 
SiO2 crust, although the protein concentration was essentially the same. 
Leaching was expected to take place after reuses, considering the 
methodology and reaction conditions at which the immobilized enzyme 
was be exposed. On the other hand, the support does not show any 
enzymatic activity which identifies the lipase as responsible for the 
esterification reaction, in this procedure. 
Table 1. Enzymatic activity, protein loading and activity yield of the analysed 
systems. 





Support SiO2 - - - 
Free enzyme 656±14 100 100 
Biosilicified lipase (R0) 592±13 86 90 
 
2.2. Determination of Optimum Conditions 
The evaluation of the effect of different parameters (presence of 
water, biocatalyst load, stirring rate and reaction temperature) on the 
valeric acid esterification behaviour was carried out by means a set of 
experiments conducted using CH procedures for the subsequent 
evaluation of the conversion to ethyl acetate by using both CH and MW 
methodologies (Figure 2). 
 
[83] 
Figure 2. CH and MW methodologies for the esterification of valeric acid 
catalysed by biosilicified enzymes. 
2.2.1. Presence of Water during Esterification Reaction 
The presence of water (DW% m/v) in the reaction has been 
reported to favour enzyme-substrate interaction in biocatalysed 
reactions. In the present study, this parameter did not significantly 
affect the conversion of valeric acid (Table 2).  
Table 2. Effect of water presence on the conversion of valeric acid to ethyl 
valerate and on the specific activity of prepared biocatalysts. 
DW% m/v Conversion to Ethyl Valerate (mol %) Specific Activity (U/gbiocatalyst) 
5 87 269±10 
10 85 301±9 
20 84 364±11 
Reaction conditions: 1:2 molar ratio valeric acid to EtOH, 12% m/v of 
biosilicified enzyme, 1000 rpm, 40 °C, 2 h CH in batch reactor. 
None the conversion achieved by the prepared biocatalyst or the 
showed specific activity presented remarkable differences between 
different percentages of DW studied. However, further investigations 
are needed 15,21 for systems catalysed by sol-gel biosilicified enzymes. 
2.2.2. Influence of Biocatalyst Load 
The optimum concentration of sol-gel biosilicified enzyme in the 
reaction was determined by a set of experiments using CH procedure 
(Figure 3).  
 
[84] 
Figure 3. Effect of amount of biosilicified enzyme on the conversion of 
valeric acid to ethyl valerate (study conditions: molar ratio 1:2 of valeric acid 
to EtOH, 1000 rpm, 40 °C, 2 h in CH batch reactor). 
A 12% m/v of biocatalyst load provided a maximum conversion of 
96% with 100% of reaction selectivity, and no difference could be 
observed when higher amount of catalyst was added. Such enzyme 
concentration was consequently considered for subsequent 
experiments. 
2.2.3. Influence of stirring rate 
Mass transfer limitations can affect the conversion efficiency of 
reactions, especially related to heterogeneous catalysis.22 Consequently, 
an appropriate and efficient stirring is needed for uniform mixing and 
contact between reactants in the reaction medium. In the present study, 
valeric acid conversions between 73 and 95% were obtained for 
different acid to alcohol molar ratios, not being significantly influenced 
by stirring rate (Table 3). However, the higher conversion was achieved 
at high stirring rates for medium and high acid concentrations (Figure 
4a). Regarding enzymatic activities, better values were obtained at 
higher stirring rate (501±13 U/gbiocatalyst at 100 rpm).  
Table 3. Influence of stirring rate on the conversion of valeric acid to ethyl 




Conversion to Ethyl Valerate (mol %) Specific Activity (U/gbiocatalyst) 
250 rpm 500 rpm 750 rpm 1000 rpm 250 rpm 500 rpm 750 rpm 
1000 
rpm 
1:3 73 76 75 81 
478±10 490±11 497±9 501±13 1:2 89 81 87 95 
1:1 92 87 87 90 
Reaction conditions: 12% m/v of biosilicified enzymes, 250-1000 rpm, 40°C, 
2 h CH in batch reactor. 
[85] 
 
Figure 4. Effect of (a) stirring rate and (b) reaction temperature on the 
conversion of valeric acid to ethyl valerate by CH procedures. 
 
2.2.4. Influence of Reaction Temperature 
As reported in previous articles, temperature is key factor in the 
proper operation of biological molecules such as enzymes.23 Previous 
studies 24 reported 70 °C as a critical temperature for the stability of 
enzymes. Furthermore, temperatures higher than 50 °C have been 
reported to promote denaturation in the native state of proteins, with a 
complete loss of enzymatic activity. Comparatively, lower temperatures 
may lead to aggregation in the reaction medium and a decrease in 
catalytic efficiency.23 Therefore, the study of the temperature in the 
optimization of CH esterification of valeric acid by lipases results 
decisive. In the present work, immobilized and free enzymes were 
tested up to 50 °C. Interestingly, the highest conversion rate (96%, 
100% selectivity to ethyl valerate) was obtained at 40 °C and with a 1:2 
acid to alcohol molar ratio after 2 h (Table 4). Experiments conducted at 
different acid to alcohol molar ratios and temperatures indicated that 
moderate to very good ethyl valerate yields could be obtained (71-96% 
conversion at complete ethyl valerate selectivity) even at high valeric 




Table 4. Effect of reaction temperature on the conversion of valeric acid to 





Conversion to Ethyl Valerate (mol %) *Specific Activity (U/gbiocatalyst) 
50 °C 45 °C 40 °C 35 °C 30 °C 25 °C 20 °C 50 °C 40 °C 30 °C 20 °C 







3 1:2 85 87 96 91 84 84 87 1:1 74 78 76 71 75 71 75 
Conditions for esterification reaction: 12% m/v of biosilicified enzyme, 1000 
rpm, 2 h CH in batch reactor. * To determine the influence of temperature on 
the specific activity of the catalyst, 12% m/v of biosilicified enzyme was 
incubated in DW, 1000 rpm, 2 h CH in batch reactor at the different 
temperatures.  
On the other hand, the prepared biocatalysts present the optimum 
activity values temperature in a range between 35-45 °C and at 1:2 acid 
to alcohol molar ratio. Immobilized catalysts were stirred in aqueous 
solution for 2 h in a range of different temperatures. Table 4 shows a 
substantial decrease in enzymatic activity with temperature under 
innocuous conditions, which results a determining factor in case of 
biocatalytic processes. 
2.3. Effect of Alcohol Type on Lipase Catalysed Esterification of Valeric 
acid 
2.3.1. Production of Ethyl Valerate by CH Procedures 
Table 5 summarises the main results from set of experiments 
conducted under optimised reaction conditions with conventional 
heating. Similarly, experiments performed under CH in the absence of 
biocatalyst (blank) or using SiO2 support (SiO2 crust without enzyme) 
did not lead to valeric acid conversion for all tested alcohols. 
Comparably, the highest conversion rate (95%, 100% selectivity to ethyl 
valerate) was obtained using a 12% m/v of biosilicified enzyme and a 
1:2 acid to alcohol molar ratio after 2 h (Table 5, entry 14). Product 
yields obtained using a 12% m/v free lipase and different acid to alcohol 
ratios were about 80% (Table 5, entries 9-11). Moreover, reactions 
conducted with MeOH as alcohol provided negligible activities in the 
systems (Table 5, entry 12), in good agreement with previous results 
from the group.9,11,25 MeOH seems to be toxic for some enzymes, 
especially to CalB, and therefore they do not reach significant 
[87] 
conversion in these alcoholic systems. Previous studies reported that 
CalB, even if very stable in a wide range of organic solvents, is rapidly 
deactivated in presence of MeOH at molar ratios much lower than the 
theoretical optimum for the conversion reaction.26 However, the 
existence of specific activity after enzyme incubation in MeOH medium 
indicated that the lack of valeric acid conversion was not only due to 
denaturation mechanism, but this alcohol specifically decreases the 
hydrolytic activity of CalB (Table 5, entry 12), as reported in previous 
works.27 
Table 5. CH esterification of valeric acid using different alcohols (MeOH, 
EtOH, iPrOH, BuOH) and different acid to alcohol molar ratios. 
















































































Conditions for esterification reaction: 12% m/v biosilicified enzyme (equal 
quantity for free enzyme using buffer solution) 1000 rpm, 40 °C, 2 h CH in 
batch reactor. *To determine the influence of different alcohols on the 
specific activity of the catalyst, 12% m/v of biosilicificated enzyme was 
incubated in MeOH, EtOH, iPrOH, BuOH, respectively, 1000 rpm, 40 °C, 2 h CH 
in batch reactor.  
Interestingly, the specific activity of free enzyme (600±12 
U/gbiocatalyst) resulted comparably lower to that found for the unused free 
enzyme (656±14 U/gbiocatalyst in Table 1) after enzyme incubation in 
presence of EtOH. However, the opposite occurred in the case of 
[88] 
immobilized enzyme and the specific activity increased from 592±13 to 
640±17 U/gbiocatalyst. This could be explained mainly with the fact that for 
the free enzyme in EtOH medium, several active centres were 
deactivated by denaturing processes. This could lead to the loss of 
specific activity, although during the immobilization process many 
active centres would be hidden inside the SiO2 crust and released after 
the first reaction, with the subsequent increase in specific activity 
Finally, the use of other alcohols (such as iPrOH and BuOH) 
mediated conversions to alkyl valerate of about 90% (Table 5, entries 
17, 20) only in a 1:2 acid: alcohol molar ratio. As it was reported in 
previous studies, enzymes are more stable in ethanol than in iPrOH and 
BuOH because they appear to be toxic to enzymes.28 This would explain 
that in more concentrated solutions of valeric acid (1:1) the conversion 
does not exceed 60% (Table 5, entries 16, 19). As expected, the free 
enzyme shows a greater enzymatic activity than biosilicified enzyme, 
this is due to the fact that the biosilicified enzyme is encapsulated and, 
therefore, many active centres are hidden inside the SiO2 crust, although 
the protein concentration is essentially the same. On the other hand, the 
support does not show any enzymatic activity which identifies the lipase 
as responsible for the esterification reaction, in this procedure. The 
effect of the alcohol used on the catalyst is studied in Table 5. As it could 
be expected, the lipase incubated with ethanol maintains the highest 
enzymatic activity 640 U/g enzyme. 
The stability and reusability of the enzyme under the investigated 
CH conditions was subsequently tested (Table 6). Results pointed out 
that the biosilicified lipase keeps its conversion capacity in ethanol 
stable. This is not so for iPrOH and BuOH due to their toxicity.28 
Selectivity to alkyl valerate was fully preserved after reuses in each case. 
Comparably, the free enzyme provided 82% conversion at complete 
selectivity in the first run, followed by a significant reduction of 
conversion of the enzyme (<50% after 1 reuses, R1), most probably due 




Table 6. Reusability studies of biosilicified enzymes for esterification 
reactions with different alcohols under CH. 
Reuse 
Conversion to Ethyl Valerate (mol %) Specific Activity (U/gbiocatalyst) 
MeOH EtOH IPrOH BuOH Free Enzyme MeOH EtOH iPrOH BuOH 
Free 
Enzyme 
R0 - 95±8 92±7 89±8 82±6 418±14 506±16 508±14 427±12 352±12 
R1 - 88±7 42±7 80±9 75±8 207±12 505±12 400±19 307±14 307±16 
R2 - 94±6 - 70±7 68±5 - 415±18 367±15 270±12 301±15 
R3 - 92±8 - 69±9 60±8 - 400±14 - 254±17 272±9 
R4 - 93±6 - 60±7 61±6 - 403±11 - 207±16 260±13 
Reaction conditions: 12%m/v biosilicified enzyme (equal quantity for free 
enzyme using buffer solution), 1000 rpm, 40 °C, 2 h CH in batch reactor. 
2.3.2. Production of ethyl valerate using MW irradiation  
Comparably to CH procedure, blank runs (in the absence of 
biocatalyst) including those with the silica support (SiO2 crust without 
enzyme) did not provide any valeric acid conversion (Table 7).  
Table 7. MW-assisted esterification of valeric acid using different alcohols 
(MeOH, EtOH, iPrOH, BuOH) and different acid to alcohol molar ratios. 
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Reaction conditions: 12%m/v biosilicified enzyme (equal quantity for free 
enzyme using buffer solution), 100 W, 40 °C, 1 h MW radiation. 
[90] 
The highest conversion rate (82%, with 100% selectivity to ethyl 
valerate) was obtained using a 12% m/v of biosilicified lipase and a 1:2 
acid: alcohol molar ratio after 1 h (Table 7, entry 14). Product yields 
obtained using a 12% m/v of free lipase and different acid to alcohol 
ratios were found to be higher than 70% (Table 7, entries 9-11). 
Moreover, reactions conducted with MeOH as alcohol provided 
negligible activities in the systems (Table 7, entry 12). Finally, the use of 
other alcohols (such as iPrOH and BuOH) mediated conversions to alkyl 
valerate of 40% in iPrOH and 80% in BuOH (Table 7, entries 17, 20) in a 
1:2 acid to alcohol molar ratio. This technique aimed to simplify the 
esterification procedure as the reaction energy is transferred directly to 
reactive species.13,16 In case of enzymatic activity, it could be said that 
CH is an efficient procedure where biocatalyst remains stable without 
loss of their catalytic efficiency. It was also found that CH methodology 
increased the catalytic efficiency under the pressure and temperature 
mild conditions required for lipases, whereas reaction conducted using 
MW as heating source resulted quite focused on the reactive species, 
interfering with the thermal stability of the proteins. 
In Table 8, the results of the reaction investigated under optimised 
conditions throughout the present work are shown. As observed, after 
15 min of reaction the conversion to ethyl valerate was higher than 80% 
with a 100% of selectivity in both cases. These values kept almost equal 
for longer MW-assisted reactions, whereas higher yields were obtained 
for CH conducted procedures (90% at 30 and 60 min). On the other 
hand, a clear increase of the enzymatic activity with the reaction time 
was observed for both CH and MW methodologies.  
Table 8. Effect of reaction time on MW and CH conducted esterification of 
valeric acid under main optimised reaction conditions. 
Methodology 
Conversion to Ethyl Valerate (mol %) Specific Activity (U/gbiocatalyst) 
15 min 30 min 60 min 15 min 30 min 60 min 
MW 80 80 82 394±18 384±16 357±10 
CH 86 90 90 545±14 495±11 460±11 
Reaction conditions: molar ratio 1:2 of valeric acid to EtOH, 12% m/v 
biosilicified enzyme, 100 W (MW), 40 °C (CH). 
Although these two methodologies offered good results for the 
valeric acid esterification reaction, and even if MW could result a more 
efficient heating procedure, CH still still provides a more 
[91] 
environmentally sustainable, economically profitable and easily scaling-
up procedure, due to the lower costs related with energy requirements 
that it provides. Conditions reached during MW-assisted reaction were 
too severe for lipases, despite their high stability reached under sol-gel 
biosilicification, and significantly lower specific activities were observed 
in MW reactions in comparison to those observed for CH.  
The stability and reusability of the enzymes used under the above 
investigated MW conditions were subsequently tested (Table 9). Results 
pointed out that the biosilicified lipases gradually lost their conversion 
capacity when reuses were performed in EtOH medium (from 82% to 
35% after 3 uses), but importantly the enzymes were not fully 
denaturalised after several cycles under the investigated conditions. 
Lipases require quite moderate reaction conditions that cannot be 
established in microwaves due to the rapid heating to which the 
molecules in reaction are subjected.16 
Table 9. Reusability studies of biosilicified enzymes in the esterification 
reactions using MW radiation. 
Reuses Conversion to Ethyl Valerate (mol %) Specific Activity (U/gbiocatalyst) 
R0 82±9 357±14 
R1 66±4 310±9 
R2 51±6 285±11 
R3 35±8 210±12 
Reaction conditions: molar ratio 1:2 of valeric acid to EtOH, 12%m/v 
biosilicified enzyme, 100 W, 40 °C, 1 h MW radiation. 
3. Materials and Methods  
3.1. Materials 
The reagents Tetraethoxysilane 98% (TEOS), n-dodecylamine 98%, 
buffer solution of enzyme Candida Antarctica lipase B 5000 LU/g (CalB), 
titanium dioxide 99.5%, p-nitrophenyl butirate 98% (pNPB), valeric 
acid 99% and Bradford reagent were purchased from Sigma Aldrich. 
Ethanol 98% (EtOH), methanol 99.5% (MeOH), isopropanol 99.5% 
(iPrOH), 1-butanol 99.5% (BuOH), acetonitrile 99.9% and Cobalt (II) 
chloride hexahydrates 98% were purchased from Panreac and used 
without further purification.  
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3.2. Enzyme Biosilicification 
According to the protocol previously described,29 TEOS (20.80 g, 
0.10 mol) was added to a continuously stirred solution containing n-
dodecylamine (5.10 g, 0.03 mol), 50 g of acetonitrile and 50 g CalB 
buffer solution at room temperature. For the synthesis of immobilized 
enzymes with two different metal precursors, after addition of the 
acetonitrile and n-dodecylamine, titanium dioxide and cobalt (II) 
chloride hexahydrates (1% wt.) were added under continuous stirring, 
before the CalB buffer solution and TEOS addition. The resulting 
solutions presented a visible solid precipitate after few minutes, so they 
were further stirred for another 3 h. Finally, the synthetized biocatalysts 
were filtered, twice washed with ethanol and dried at room temperature 
for 24 h. For the preparation of the SiO2 reference support, the same 
protocol was conducted but without the addition of CalB buffer solution.  
3.3. Protein Concentration and Enzymatic Activity 
For enzyme characterization, protein concentration and enzymatic 
activity were evaluated for SiO2 reference support, free CalB and 
biosilicified samples. 
Protein concentration was determined according to Bradford 
colorimetric method,29 using protein bovine serum albumin as standard. 
All solutions were prepared by employing ultrapure water. 
Enzymatic activity was determined by hydrolysis of pNPB in 
acetonitrile, at pH 7 and 25 °C according to the protocol described by 
García-Galán et al.30 P-nitrophenol, released as hydrolysis product of 
pNPB to the reaction medium, was spectrophotometrically measured at 
400 nm. In the present work, an activity unit (U) was defined as the 
amount of enzyme capable to hydrolyse 1 µmol of substrate per minute 
at pH 7 and 25 °C (equation 1). 
Enzymatic activity (U)=
µmol of substrate hydrolysed
minute
  (1) 
The specific activity, as an important measure of enzyme purity, 
was expressed as µmol of substrate hydrolysed per g of enzyme per min 





  (2) 
3.4. Immobilization Efficiency. 
Immobilization efficiency was evaluated with two parameters: 
Protein loading ratio (equation 3) and activity yield (equation 4).  
Protein loading ratio (%)=
protein loaded
protein introduced
 x 100 (3) 
Activity yield (%)=
specific activity (immobilized lipase)
specific activity (free lipase)
 x 100 (4) 
Protein loading ratio (%) was used to compare the amount of 
enzyme that finally remains into biocatalyst in comparison with free 
enzyme. Activity yield (%) equally determined the difference between 
specific activity in case of biosilicified enzyme and free form. 
3.5. Biocatalytic Esterification Activity 
The conversion of valeric acid to ethyl valerate was investigated in 
order to evaluate the activity of the synthetized biocatalysts. Valeric acid 
and different alcohols (EtOH, MeOH, iPrOH, BuOH) were used as 
reaction substrates.  
For optimization purposes, different experimental sets were 
conducted in order to evaluate the biocatalyst load (molar ratio 1:2 of 
valeric acid to EtOH, 1000 rpm, 40 °C, 2 h in CH batch reactor), the 
presence of water (1:2 molar ratio valeric acid to EtOH, 12% m/v of 
biosilicified enzyme, 1000 rpm, 40 °C, 2 h CH in batch reactor), the 
stirring rate (different molar ratios of valeric acid to EtOH, 12% m/v of 
biosilicified enzymes, 250-1000 rpm, 40 °C, 2 h CH in batch reactor) and 
the reaction temperature (different molar ratios of valeric acid to EtOH, 
12% m/v of biosilicified enzyme, 1000 rpm, 2 h CH in batch reactor). 
In a typical esterification reaction, valeric acid was added to each 
alcoholic solution at 1:1, 1:2 and 1:3 molar ratios. In all the experiments 
12% m/v of biosilicified lipase was used. Mixtures were placed in a 
Microwave reactor (CEM-Discover) or in a Carousel Reaction Station™ 
(Radley Discovery Technologies) for MW or CH experiments, 
[94] 
respectively. Esterification was conducted for 2 h in all cases, with 
continuous temperature measurement and periodic sampling. Blank 
reactions containing the free CalB were run under identical conditions 
using comparable enzyme quantities (12% m/v of not-immobilized 
CalB). 
3.6. Evaluation of Biocatalytic Esterification Behaviour 
From each conducted esterification reaction, the resulting products 
were quantified by GC analysis in an Agilent 7890 GC model fitted with a 
capillary Petrocol column (100 m × 0.25 nm × 0.5 μm) and a flame 
ionization detector (FID) and a N2 carrier flow of 30 mL min-1. The GC 
program was as follows: oven from RT to 220 °C (40 min), inlet at 250 
°C (split mode), and detector at 300 °C. 
4. Conclusions 
Optimised conditions were studied in the esterification of valeric 
acid by biosilicified enzymes via conventional and microwave assisted 
heating, resulting about 80% of valeric acid conversion to ethyl valerate 
after 15 min using both methodologies under mild reaction conditions. 
Comparably, the reuse of the enzyme remained stable after different 
cycles of esterification via conventional heating, while protein folding 
(leading to enzyme denaturalisation) seemed to take place under 
microwave-assisted conditions due to the rapid increase of temperature. 
It can be established that, in spite of exhibiting similar performances, 
conventional heating assisted esterification required of less energy, 
resulting a simpler procedure to be implemented in many industrial 
fields but also allowing an easier reuse of this novel biocatalysts. 
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3.3. Bio-electrocatalizadores  
 
En el desarrollo de biomateriales electrónicos, la orientación de las 
enzimas/proteinas juega un papel crucial en la transferencia electrónica 
de las biomoléculas redox acopladas a materiales funcionales. Las 
lacasas encapsuladas mediante el procedimiento de biosilicificación 
parecen mostrar una orientación y actividad biolectrocatalítica sin 
precedentes en la reacción de reducción del oxígeno.  
En el siguiente trabajo, la eficiencia bioelectrocatalítica, de la lacasa 
T. versicolor (libre e inmovilizada), en la reacción de reducción del 
oxígeno fue estudiada mediante voltamperometría cíclica y 
cronoamperometría. Por otro lado, la caracterización electroquímica de 
los bionanoconjugados fue llevada a cabo utilizando técnicas de UV-vis, 
FT-IR, dispersión dinámica de la luz y espectroscopía fotoelectrónica de 
rayos X. 
Las mediciones de FT-IR demostraron que la lacasa conserva su 
estructura nativa después del proceso de biosilicificación. Este 
procedimiento además facilitó el posicionamiento de las enzimas en 
orientaciones altamente efectivas para la transferencia electrónica. En 
consecuencia, la lacasa biosilicificada depositada en electrodos de níquel 
exhibió una eficiente capacidad bioelectrocatalítica en la reducción del 
oxígeno. 
Se observó también que la matriz de sílice que encapsula 
parcialmente a la enzima propicia la orientación óptima de las lacasas 
para la transferencia electrónica, mostrando un eficiente rendimiento y 
estabilidad biolectrocatalítica en la reacción de reducción del oxígeno. 
De esta forma, los biomateriales sintetizados podrían integrarse con 
éxito en aplicaciones en desarrollo, como por ejemplo en las biopilas de 
combustible del futuro. 
Reproduced with permission from: Franco A., Cebrián-García S., 
Rodríguez-Padrón D., Puente-Santiago A.R., Muñoz-Batista M.J., 
Caballero A., Balu A.M., Romero A.A., Luque R. Encapsulated Laccases as 
Effective Electrocatalysts for Oxygen Reduction Reactions. ACS 
Sustainable Chem. Eng. 2018 (6), 11058-11062. DOI 
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Abstract: The efficient electronic wiring of silica encapsulated laccases has 
been applied for the first time to the bioelectrocatalytic reduction of oxygen. 
The synthesized silica/laccase composites were evaluated electrochemically 
and characterized by UV-vis, FT-IR, DLS and XPS. FT-IR measurements showed 
that laccase preserved its native-like structure after the bio-silicification 
process. The one-pot biosilicification synthesis facilitated the accommodation 
of the enzymes in highly effective orientations for the direct electron transfer 
(DET) of the T1 redox centers. Consequently, the biosilicified laccase deposited 
on Ni electrodes exhibited an efficient bioelectrocatalytic oxygen reduction, 
with current densities of up to 0.94 mA/cm2. 
Keywords: encapsulated laccases, direct electron transfer (DET), orientation, 
bioelectrocatalysis. 
Introduction 
Direct electron transfer (DET) between the enzymes and electrodes 
provide inherent advantages in the design and fabrication of electronic 
nanoscale biomaterials for several industrial, environmental, biomedical 
[101] 
and energy applications.1–3 Specially, the use of simple and innovative 
immobilitation techniques to design bioinorganic materials that can be 
used for the construction of highly efficient bioelectrocatalytic devices, 
have gained a lot of attention.4 To reach a desirable electronic 
communication between a redox enzyme modified material and the 
electrode surface, a number of factors need to be taken into account. 
These include the surface properties of the electrodes, the pH and ionic 
strength of the solutions and the interfacial electric field.5–8 Among 
them, the orientation play a crucial role in the ET function of the redox 
enzymes coupled to functional materials.9–12 In fact, Gui-Xia Wang and 
coworkers have reported that the DET is tuned by the heme orientation 
plane in cytochrome C coated mixed self-assembled monolayers.13 
Consequently, the immobilization strategy can directly modulate the 
conformation and/or  orientation of the redox sites of the enzymes. 
Recently a novel encapsulation method denoted as bio-silicification was 
reported by our group to stabilize enzymes without affecting its 
catalytic activity.14 Silica is a promising  candidate due to its structural, 
chemical, thermal stability and toxicological safety.15,16 In this sense, 
enzyme bio-silicification is a one-pot process in which enzyme are 
partially encapsulated by a silica crust following a simple sol-gel silica 
formation by the addition of a silicate precursor (e.g tetraethyl 
orthosilicate, TEOS) under mild conditions.17,18 
Laccases are multicopper oxidases that couple one-electron 
oxidation of four substrate equivalents with the four-electron reduction 
of dioxygen to water. Electroreduction mechanism occurs via a ping-
pong mechanism. Substrates are oxidized near the solvent accessible T1 
site, and then electrons are transferred through the protein, via a Cys-
His pathway, over a distance of ~12 Å to the trinuclear copper (TNC) 
center where the oxygen reduction reaction (ORR) takes place.19 
A large battery of highly efficient electrocatalysts towards ORR 
reaction have been developed in the recent years.20–24 Specially, the 
development of new biomaterials with potential applications to 
functional bio-fuel cells has gained a lot of attention in the scientific 
community.25–27 In this letter, an unprecedented electrically active 
encapsulated laccase material with an efficient bielectrocatalytic activity 
for oxygen reduction reactions was synthesized following a facile and 
eco-environmental one-pot bio-silicification proccess (Scheme 1). 
[102] 
 
Scheme 1. Overview of the bio-silicification process and the subsequent electrocatalytic 
function of the biocomposite. 
Results and discussion 
UV–vis spectroscopy of the bio-silicified laccases revealed a 
characteristic adsorption peak at 287 nm (Figure 1A), which can be 
attributed to the adsorption of tryptophan and tyrosine aminoacids.28 
 
Figure 1. A) UV-vis and B) FT-IR spectra of the bio-silicified laccase system. 
FT-IR was used to evaluate if laccase preserve its native-like 
structure after the bio-silicification step. FT-IR spectrum exhibited two 
characteristics bands at 1646 cm-1 and 1568 cm-1, which correspond to 
amide I and amide II groups in the enzyme structure, respectively 
(Figure 1.B). The amide I band is characteristic from C=O stretching 
vibration in carbonyl groups of the peptide linkages. In addition, the 
band at 1568 cm-1 can be attributed to the combination of C–N 
stretching and N H bending of the peptide groups in the backbone of the 
protein. Compared to the commercial free laccase,29 the FT-IR spectrum 
of bio-silicified laccase does not displayed considerable changes, 
suggesting that laccase does not in principle undergoes major structural 
[103] 
changes in its secondary structure preserving a native-like structure 
after the bio-silicification process. 
The dynamic light scattering (DLS) data of bio-silicified laccase 
system (Figure 2A.) displayed an average hydrodynamic size of 188 nm. 
This value is in accordance with the expected after encapsulation 
process. The zeta potential of bio-silicified laccase was -12 mV (Figure 
2B.), with a negative net electrical charge within the range of the 
expected value for a stable bioconjugate colloidal solution.30 
 
 
Figure 2. A) DLS and B) z-potential measurements of biosilicified laccase system. 
XPS measurements were also carried out to study the chemical 
properties of the bioconjugate. Figure 3 displays XPS data of the sample 
for carbon 1s (C1s), nitrogen 1s (N1s), and oxygen 1s (O1s) 
experimental regions and fitting results. For C1s, C-C signal (284.6 eV) 
as well as those contributions of C-N and C-O at 286.4 and 288.1 eV, 
respectively, were detected. They are mainly ascribable to the 
polypeptide chain of the immobilized laccase. Both, the energy of the 
N1s peaks as well as their characteristic energy difference are indicative 
of the peptide bonds (399.9 eV) and pyrimidinic groups (401.2 eV) of 
the immobilized protein.31,32 Contribution from the bioconjugate system 
[104] 
can be detected also from the O1s XPS region. Peaks at 532.5 eV and 
530.8 eV can be associated to O-Si and O-C bonds, respectively.  Finally, 
the silica phase shows the well-known binding energy of the Si 2p peak 
which is located at 103.5 eV.33 
 
Figure 3. A) C1s, B) N1s and C) O1s XPS spectra of the bioconjugates. Fitting results 
display the different contributions to each XPS peak. 
X-ray diffraction analyses were conducted for the first time, at the 
best of our knowledge, to investigate how laccase immobilization 
influences the silica structure (Figure S1, ESI†). It is observed a sharp 
peak on a broad hump at 22º (2θ) that is associated to a cristobalite 
structure.34 The changes from the sharp peak of the silica platform to a 
broad peak observed for the bio-silicified laccase material indicated 
both the successfully immobilization of the laccases and the silica 
structural changes by the incorporation of the enzymes. Additionally the 
[105] 
morphology of the silica/laccase composite was characterized by 
Scanning Electron Microscopy (Figure S2 ESI†). 
The free and biosilicified laccases were examined by cyclic 
voltammetry respectively for ORR reactions (Figure 4). As shown in 
figure 4A, laccases deposited on Ni electrodes did not exhibit 
electrocatalytic responses for the ORR process in the studied conditions 
most likely owed to the denaturalization and/or electroinactive 
orientations of the immobilized enzymes.  
 
Figure 4. Cyclic voltammograms of A) a) free laccase and b) biosilicified laccase under 
oxygen purging in 0.1M PBS at pH=6. Scan rate: 0.01 V/s and B) Chronoamperometric 
responses for biosilicified electrodes performed at Ep=0.2 V in the same experimental 
conditions under oxygen purging. 
In contrast, a well-defined sigmoidal waveshape signal for the 
biosilicified laccases (Figure 4A) with an onset potential of +0.64 V (vs. 
Ag/AgCl) was observed in the same potential range indicating that the 
bio-hybrid material enable the efficient direct electron transfer (DET) of 
the encapsulated laccases and consequently the electrocatalytic function 
via T1 copper center.25 Along with cyclic voltammetry, 
chronoamperometric measurements were conducted at Ep=0.2 V (vs 
Ag/AgCl 3M) for the biosilicified laccases (Figure 4B). Noticeably, under 
a constant oxygen flow, a maximum current density of 0.94 mA/cm2 was 
observed for the electrocatalytic oxygen reduction, which is similar to 
the bioelectrocatalytic current responses of laccases covalently attached 
to high conductive nanomaterials such carbon nanotubes and graphene 
assemblies.35,36 This significant bioelectrocatalytic activity is mainly 
attributed to the efficient ET orientations adopted by the redox T1 
groups of the entrapped laccases in the biosilicification process. 
[106] 
The stability of the biocomposites was assessed by a number of 
chronoamperometric experiments performed during a period of 1 
month (figure 5). The biosilicified laccase electrodes maintained good 
bioelectrocatalytic performances during the time. After 10 days of 
storage the electrodes retained nearly the 75% of the initial 
bioelectrocatalytic activity which decreased to 65% after one month. 
 
Figure 5. Stability of the biosilicified laccases electrodes investigated by several 
chronoamperometric measurements performed at Ep=0.2 V over 1 month. 
Conclusion 
In summary, the silica framework acts as soft-platforms for the 
immobilization of the redox enzymes favouring their active ET 
orientations. The resulting composite showed an efficient 
biolectrocatalytic performance toward the reduction of the oxygen. 
Additionally, biosilicified laccases electrodes displayed significant 
stability in the bioelectrochemical response over one month. Bearing in 
mind these results, the synthesized biomaterials could be successfully 
integrated into functional bio-fuel cell devices. 
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4. Conclusiones generales 
 
Como resultado de las investigaciones desarrolladas en la presente 
Tesis Doctoral, pueden extraerse las siguientes conclusiones: 
I. Se han sintetizado enzimas parcialmente encapsuladas, empleando 
el método sol-gel de biosilicificación en materiales basados en sílice. 
Así, se ha empleado con éxito en la inmovilización de lipasas y 
lacasas así como la incorporación de metales en la estructura de 
dichos materiales. 
II. Se ha procedido a la caracterización textural, estructural y 
electroquímica de los biocatalizadores sintetizados, quedando 
demostrado que la encapsulación se desarrolla eficientemente y no 
existe pérdida significativa de actividad enzimática debido a 
modificaciones estructurales, determinadas por la interacción de la 
enzima con el soporte. Por otra parte, el biomaterial aumenta su 
estabilidad en el medio de reacción y a variables de reacción 
incluyendo la temperatura, el pH y los disolventes, manteniendo 
casi intactas sus características enzimáticas.  
III. Las lipasas biosilicificadas han demostrado ser altamente activas y 
selectivas en la reacción de esterificación del ácido valérico a sus 
derivados ésteres asistida mediante ultrasonidos. Las enzimas 
exhibieron actividades específicas y rendimientos del producto 
ligeramente superiores en los sistemas biosilicificados en 
comparación con las correspondientes enzimas libres en etanol 
después de 2 horas de reacción. También es importante destacar 
que la lipasa biosilicificada fue activa en la esterificación utilizando 
alcoholes de cadena más larga, como el isopropanol y el butanol, 
mostrando una capacidad de reúso del catalizador después de 
varios ciclos de reacción, con una actividad específica estable a 
pesar de la pérdida significativa de proteína. La pérdida proteica 
observada demostró ser responsable de la ligera desactivación 
observada después de reutilizarse, pero claramente tuvo una 
contribución menor en la actividad de los sistemas. 
Comparativamente, las lipasas biosilicificadas fueron notablemente 
[115] 
más estables que las enzimas libres que se desactivan 
completamente después de dos ciclos de reacción. 
IV. La optimización del protocolo propuesto para la conversión del 
ácido valérico, mediante sistemas de calentamiento convencional y 
microondas, dio lugar a un resultado de aproximadamente 80 % de 
conversión de ácido valérico a valerato de etilo después de 15 
minutos de reacción empleando ambas metodologías bajo 
condiciones de reacción suaves. De forma comparable, las enzimas 
biosilicificadas son altamente estables en múltiples ciclos de 
reacción mediante calentamiento convencional, mientras que el 
plegamiento de proteínas (que condujo a la desnaturalización 
enzimática) pareció tener lugar bajo condiciones asistidas por 
microondas debido al rápido aumento de la temperatura y la 
presencia de puntos calientes en el medio de reacción. 
V. La matriz de sílice actúa como plataforma blanda para la 
inmovilización de enzimas redox tipo lacasa, favoreciendo su 
orientación activa para la transferencia electrónica. El biomaterial 
resultante mostró un rendimiento biolectrocatalítico eficiente para 
la reducción del oxígeno. Asimismo, los electrodos de lacasas 
biosilicificadas mostraron una estabilidad significativa en la 
respuesta bioelectroquímica durante un mes. Teniendo en cuenta 
estos resultados, los biomateriales sintetizados podrían integrarse 
potencialmente con éxito en dispositivos funcionales de células de 
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Anexo I: Metodología experimental 
AI.1. Métodos de inmovilización enzimática 
AI.1.1. Biosilicificación 
En la actualidad, el uso de biocatalizadores no se encuentra bien 
establecido a escala industrial debido principalmente a dos 
inconvenientes: la limitada estabilidad que no es compatible con 
procesos de producción continuos 1 y la dificultad de la separación de 
sustratos/productos en el medio de reacción, lo que dificulta el reúso 
del catalizador.2  
Es por ello, que la investigación sobre la inmovilización de 
enzimas está despertando cada vez más interés, buscando la mejora en 
la estabilidad enzimática en las diferentes transformaciones químicas, lo 
que permitiría el desarrollo de multitud procesos industriales hacia 
aplicaciones económicamente más rentables. 
En la presente Memoria de Tesis doctoral, se ha propuesto un 
protocolo simple de inmovilización, denominado como 
biosilicificación, que mejora la estabilidad de la enzima en medios 
orgánicos, aumentando el rendimiento de las reacciones propuestas al 
mismo tiempo.1  
El proceso de biosilicificación de la enzima está basado en un 
procedimiento simple sol-gel, con el que se promueve la producción de 
materiales sólidos partiendo de moléculas pequeñas. Este 
procedimiento implica la transformación de monómeros en una 
disolución coloidal (sol) que actúan como precursores de una red 
integrada (o gel) de partículas discretas o polímeros reticulados. En este 
caso, un precursor de sílice (por ejemplo, tetraetil ortosilicato) actúa 
como precursor. Al hidrolizarse va a dar lugar a la red donde se 




Figura A1: Proceso de biosilicificación. 
Aunque, la mayoría de los trabajos de investigación se han 
centrado en la inmovilización de enzimas hidrolíticas, como las lipasas, 
estudios más recientes han empleado el mismo procedimiento en 
lacasas también con excelentes resultados.1,3 Además, debido a la 
inmovilización, la recuperación y posterior reutilización de estos 
biocatalizadores se favorece, reduciendo los costes finales de 
producción en comparación con el uso de enzimas libres.3 
AI.2. Técnicas empleadas para la caracterización de las enzimas 
biosilicificadas 
AI.2.1. Análisis Térmico Gravimétrico y Térmico Diferencial (ATG/ATD) 
La termogravimetría (ATG) es una técnica que evalúa la variación 
del peso de una muestra, en un ambiente específico, calentado o 
enfriado a velocidad controlada, que se registran en función del tiempo 
o de la temperatura, pudiéndose evaluar procesos de descomposición, 
quimisorción, adsorción-desorción, calcinación, actividad catalítica, 
cinéticas de reacción, higroscopicidad, estabilidad térmica, etc. Estos 
procesos pueden ser exotérmicos o endotérmicos. 
El análisis térmico diferencial (ATD) registra la diferencia de 
temperatura entre muestra y un material de referencia cuando son 
sometidos a un mismo programa de calentamiento.4 Para ello se emplea 
una electrobalanza de alta sensibilidad en atmósfera controlada 
(nitrógeno o aire). 
Los cambios de energía en la muestra durante el calentamiento se 
representan en forma de curva ATD, resultando ser característica de 
cada material, reflejando variaciones en la composición química o en su 
estructura. 
[126] 
El estudio ATG y ATD de las distintas muestras se ha llevado a cabo 
en atmósfera de nitrógeno (50 mL min-1), en un equipo Setaram Setsys 
12, con una rampa de calentamiento de 10 °C min-1 entre 30 y 600 °C. 
AI.2.2. Porosimetría de Adsorción-Desorción de Nitrógeno 
La porosimetría de adsorción-desorción de nitrógeno se empleó 
para el estudio del área superficial y la distribución del tamaño de poro 
de las distintas muestras 5 (Figura A2), ya que el soporte empleado en 
la presente tesis para la síntesis de biocatalizadores (la sílice) posee 
naturaleza porosa. 
 
Figura A2: Esquema mecanismo porosimetría, adaptado de 
https://www.particletechlabs.com/analytical-testing/gas-adsorption-porosimetry-
analyses/mesopore-measurement. 
La superficie específica (SBETa (m2g−1)) se define el área que 
ocuparía la proyección del recubrimiento de los poros de un gramo de 
muestra. Para su determinación se emplea el método de Brunauer-
Emmett-Teller (BET) 6 cuya ecuación se expresa como: 
P










- V, el volumen de N2 adsorbido, en condiciones normales, a 
la presión p; 
- Vm, el volumen requerido para cubrir la superficie del 
adsorbente con una capa monomolecular de adsorbato; 
- P, la presión de equilibrio; 
- Po, la presión de saturación del adsorbato líquido utilizado; 
- C, una constante relacionada con el calor de adsorción de la 
primera capa. 
La constante C permite estimar el grado de interacción entre 
adsorbato y adsorbente. Por otra parte, la ecuación BET necesita una 
relación lineal entre P/ [V (Po -P)] y p/po limitado a una parte de la 
isoterma, normalmente, en el intervalo de presiones relativas P/Po = 
0,05–0,30. 
La ecuación BET está limitada al estudio de partículas pequeñas y 
porosas, ya que para los sólidos no porosos o microporosos los valores 
de área superficial no resultan correctos. Para estos casos, el área 
superficial se determina mediante isotermas de adsorción estándar de 
sólidos no porosos de referencia.  
La forma, tamaño y distribución de los poros influyen fuertemente 
en el comportamiento superficial de las partículas y en su actividad, ya 
que afectan no sólo a la difusión de los reactivos sobre los "centros 
activos" del sólido poroso, sino también a la difusión de los productos. 
De esta forma, el diámetro (DBJHb (nm)), el volumen (VBJHc(cm3g−1)) y 
distribución de tamaño de los poros presentes en los sólidos, puede 
llevarse a cabo mediante el método de Barrett, Joyner y Halenda (BJH), a 
partir de las isotermas de adsorción-desorción de nitrógeno. El tamaño 








- σ, la tensión superficial del adsorbato líquido; 
- Vm, el volumen molar del adsorbato líquido; 
- ϴ, el ángulo de contacto entre el líquido y la superficie; 
- rK, el radio de curvatura o radio de Kelvin (positivo para 
una superficie cóncava). 
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Cuando la distribución del tamaño de poro que posee un sólido no 
es muy amplia, presenta gran utilidad el concepto de radio medio de 






- Vg, el volumen de poro por gramo de sólido; 
- Sg, la superficie específica por gramo de sólido. 
En el presente trabajo, las propiedades texturales de los materiales 
sintetizados (aprox. 0,2 g previamente desgasificados 0,1 Pa a 35 °C 
durante 24 h) se determinaron mediante los métodos explicados 
anteriormente, usando un analizador automático Micromeritics ASAP 
2000a, en nitrógeno líquido (-196 °C),  
La región lineal de la ecuación de BET en el intervalo de P/P0 = 
0,05-0,30, se ha utilizado para determinar la superficie específica con un 
área de 0,162 nm2 para la molécula de N2. El método de Barret, Joyner y 
Halenda (BJH) 7 se ha utilizado para determinar la distribución del 
tamaño de poro en la sección de adsorción de la isoterma.  
AI.2.3. Técnicas de rayos-X 
La utilización de rayos-X 8 como método de caracterización de 
materiales permite obtener un gran cantidad de información. Estas 
técnicas se pueden dividir en: 
- Técnicas de absorción de rayos-X. 
- Técnicas basadas en el efecto fotoelectrónico. 
- Difracción de rayos X. 
En este trabajo de investigación se han empleado las técnicas de 
difracción de rayos-X (XRD, X-Ray Diffraction) y espectroscopía 
fotoelectrónica de rayos-X (XPS, X-Ray Photoelectron Spectroscopy) para 
la caracterización de algunos de los materiales sintetizados. 
Difracción de rayos-X (XRD) 
La difracción de rayos-X 9 se genera por la interacción entre ondas 
electromagnéticas de rayos-X y los átomos de un cristal que posean 
parámetros de red con el mismo orden de magnitud de la longitud de 
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onda de la radiación incidente. La radiación absorbida por el cristal es 
devuelta posteriormente en diferentes direcciones, en función del 
ordenamiento y simetría del patrón cristalino. El análisis de las 
direcciones de difracción para un cristal determinado se evalúa según 
las relaciones geométricas del cristal.9 
Según Bragg,10 los planos cristalográficos son una sucesión paralela 
de superficies, especulares y semitransparentes a los rayos-X, con un 
comportamiento similar al fenómeno de difracción de los rayos-X por el 
cristal. De esta manera, las leyes de reflexión indican que todas las 
ondas dispersadas en un mismo plano reticular (hkl) deben estar en fase 
entre sí, es decir, deben cumplir que diferencias de camino sean 
múltiplos enteros de la longitud de onda (nλ).6 
Ya que los planos cristalográficos son paralelos y equidistantes, la 
dirección de las ondas difractadas por los planos adyacentes resultará 
idéntica. De esta forma, el conjunto de planos de la serie (hkl) produce la 
intensificación de la radiación en una dirección determinada. Este 
fenómeno se denomina difracción, y es el responsable de la existencia de 
líneas definidas y características en el difractograma de un determinado 
cristal (Figura A3), cumpliéndose la Ley de Bragg,10 que permite 
obtener el espaciado dhkl de la familia de planos difractados (hkl) a 
partir del valor del ángulo de difracción detectado.  
n · λ = 2 · dhkl · sen θ (A4) 
Siendo: 
 n, número entero; 
 λ, longitud de onda; 
 dhkl, espaciado; 
 θ, ángulo de difracción. 
 
Figura A3: Representación esquemática de la interacción de la radiación X con un 
cristal, a partir de la cual se produce la ley de Bragg, adaptado de la referencia 11. 
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La información que proporciona la difracción de rayos-X, permite 
evaluar 9: 
▪ La geometría de la difracción, condicionada únicamente por el 
tamaño y forma de la celda elemental del cristal, y que permite 
estudiar el sistema cristalino y las dimensiones de la celdilla. 
 
▪ La intensidad de los rayos difractados, que dependen de la 
naturaleza de los átomos y su posición dentro la red cristalina, y 
que permiten obtener información tridimensional de la 
estructura interna del cristal. 
La técnica de XRD permite la caracterización estructural de 
biomateriales, determinando la ordenación, la distancia entre poros, el 
grosor de la pared porosa, etc.  
En la presente Memoria de Tesis Doctoral el equipo empleado es un 
difractómetro de rayos-X Bruker D8 (10 80º 2θ rango) en la geometría 
Bragg Brentano y en modo de reflexión, utilizando un tubo de rayos-X 
Cu, una plataforma giratoria, un haz primario monocromático y una alta 
sensibilidad en el detector. 
Espectroscopía Fotoelectrónica de rayos-X (XPS) 
La espectroscopía fotoelectrónica de rayos-X, es actualmente una 
de las técnicas más usadas para la caracterización de superficies, ya que 
proporciona gran cantidad de información y resulta muy flexible 
respecto al abanico de muestras potencialmente analizables. Un análisis 
de XPS básico proporciona información cualitativa y cuantitativa de los 
elementos presentes en una superficie, excepto H y He. Un uso más 
exhaustivo de la técnica permitiría además conocer parámetros 
superficiales como su organización y morfología. 
Cuando se hace incidir radiación de rayos-X sobre una muestra, se 
consigue arrancar electrones de los átomos, quedando estos ionizados 
(Figura A3). Este proceso se conoce como efecto fotoelectrónico 9 y 
puede estimarse cuantitativamente a través de la ecuación, deducida 
por Einstein: 
EB = hυ − KE (A5) 
Siendo: 
 EB, la energía de enlace del electrón en el átomo; 
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 hυ, la energía de la fuente de rayos-X; 
 KE, la energía cinética del electrón detectado que es medida 
por el espectrómetro del XPS. 
 
Figura A4: Esquema del efecto fotoeléctrico: el fotón transmite su energía a un electrón 
de un nivel electrónico interior, y éste es emitido. 
Al irradiar una muestra de composición desconocida con un haz de 
rayos-X, ésta liberará fotoelectrones de forma inmediata con una 
energía cinética determinada y característica de cada elemento químico. 
De esta forma, al medir la energía cinética de los electrones liberados, es 
decir, su velocidad, es posible determinar cualitativa y 
cuantitativamente la composición elemental de la muestra.12 Cuando un 
sólido es irradiado por rayos-X, también puede ocurrir la emisión de 
electrones Auger. Estos electrones se diferencian de los fotoelectrones, y 
se caracterizan porque su energía es independiente de la energía de 
irradiación.13 
En un espectro típico de XPS, se representa el número de electrones 
detectados frente a su energía de enlace. Cada elemento químico genera 
una serie picos XPS característicos, lo que permite identificar cada 
elemento que se encuentra en/sobre la superficie de la muestra. Estos 
picos característicos corresponden a la configuración electrónica de los 
electrones en el interior de los átomos (1s, 2s, 2p…). El número de 
electrones detectado en cada pico está relacionado directamente con la 
cantidad de este elemento que se encuentra en la zona irradiada. Al 
relacionar la intensidad de cada señal XPS (número de electrones 
detectados) con la sensibilidad relativa y normalizar de este modo todos 
los elementos detectados, es posible determinar el % atómico de los 
elementos presentes en la zona irradiada. De esta forma, el análisis XPS 
permite: 
▪ Identificar todos los elementos presentes (excepto H, He) en 
concentraciones mayores al 0,1 %. 
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▪ Determinar de forma semicuantitativa la composición elemental 
de la superficie (error ~10 %). 
 
▪ Dar información sobre el entorno molecular: estado de 
oxidación, átomos enlazantes, orbitales moleculares, etc. 
La espectroscopia fotoelectrónica de rayos-X es sólo efectiva sobre 
los primeros 10-12 nm de la superficie de la muestra, ya que a mayor 
profundidad la emisión de los fotoelectrones resulta impedida.  
Por tanto, las aplicaciones de esta técnica están enfocadas a 
caracterizar la superficie química externa de los materiales, siendo esta 
la aplicación que se le ha dado en la presente Memoria de Tesis 
Doctoral. 
En el presente trabajo, las muestras fueron analizadas en un 
espectrómetro de ultra alto vacío (UHV) modelo SpecsTM, equipado con 
un analizador de electrones semiesférico y una fuente de radiación de 
rayos X (XR-50, Specs, Mg-Kα (hν = 1253,6 eV, 1 eV = 1,603·10-19 J) 
funcionando en modo “stop and go”. Las muestras fueron depositadas 
sobre un portamuestras empleando una cinta adhesiva de doble cara, 
manteniéndose en una cámara de vacío (<10-6 Torr) previamente a la 
adquisición de los espectros. Los espectros se tomaron a temperatura 
ambiente con una energía de paso de 10 eV. La región C 1s se usó como 
referencia de energía (284.6 eV). Las contribuciones químicas 
superficiales se estimaron a partir de los espectros XP, calculando la 
integral de cada pico después de la resta del fondo de tipo Shirley "en 
forma de S" utilizando los factores de sensibilidad experimentales 
apropiados y el software CASA-XPS (versión 2.3.15). 
AI.2.4. Técnicas espectroscópicas  
La capacidad de absorción y emisión de energía radiante con la que 
cuentan las moléculas constituye el fundamento principal de las técnicas 
espectroscópicas. Estas técnicas permiten recoger información 
cualitativa, porque la localización de las bandas de absorción y emisión 
determina una huella para la identificación de sustancias concretas; y 
cuantitativa, porque la intensidad nos indica la proporción en que se 
espera encontrar esta sustancia en el medio.  
Los principios que rigen la absorción de la radiación se aplican a 
todo el espectro electromagnético (Figura A5). La absorción está 
determinada por la disminución de potencia en la radiación de un haz 
como resultado de la absorción por las diferentes especies situadas en la 
trayectoria de dicho haz. 
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Figura A5: Espectro electromagnético. 
La Ley de Beer establece que a una longitud de onda (O) dada, en la 
que pueda ocurrir absorción, al aumentar la concentración de la 
disolución (c) de absorbente, disminuirá la cantidad de luz transmitida:  
A = ε b c (6) 
Siendo: 
- A, absorbancia; 
- ε, coeficiente extinción molar; 
- b, longitud recorrida por la radiación a través de la 
muestra;  
- c, concentración molar. 
Espectroscopía Ultravioleta visible (UV-vis) 
Los espectroscopios UV-vis se pueden usar para medir la 
absorbancia de luz ultravioleta o visible de una muestra, ya sea a partir 
de una sola λ o realizando un escaneo sobre el espectro de un rango. La 
región UV varía desde 190 a 400 nm y la región visible de 400 a 800 nm 
por lo que la fuente de luz más usada es una combinación de tungsteno / 
halógeno y lámparas de deuterio, cubriendo entre los 200 y 800 nm. 
La salida de la fuente de luz se enfoca en el monocromador que 
divide la luz entrante, se encarga de seleccionar la λ que se quiere 
analizar, en los monocromadores convencionales el prisma es usado 
como elemento de dispersión 14 (Figura A6). 
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Figura A6: Esquema en la espectroscopía UV-vis. 
El análisis UV-vis de las muestras se llevó a cabo en el 
espectrofotómetro LAMBDA 365 UV/Vis, utilizando una esfera 
integradora y accesorios de muestras sólidas. Los espectros UV-vis se 
obtuvieron en 200-800 cm-1 rango de longitud de onda, empleando el 
software UV-Express. 
Espectroscopía infrarroja de Transformadas de Fourier (FT-IR). 
La espectroscopía infrarroja (IR, Infrared) es la rama de la 
espectroscopía que trabaja en la parte infrarroja del espectro 
electromagnético. Este espectro se divide en tres regiones; el infrarrojo 
cercano (14000-4000 cm-1), medio (aproximadamente 4000-400 cm-1) y 
lejano (aproximadamente 400-10 cm-1), así nombrados por su relación 
con el espectro visible.  
En primer lugar, en la medida de una muestra, un rayo de luz 
infrarroja atraviesa la misma y se registra la cantidad de energía 
absorbida, a una λ conocida (Figura A7). El espectro infrarrojo puede 
conseguirse escaneando el espectro con un rayo monocromático que va 
cambiando las λ a lo largo del tiempo, o usando una transformada de 
Fourier para medir todas las longitudes de onda a la vez. A partir de 
esto, se puede trazar un espectro de transmitancia o absorbancia, el cual 
muestra a cuales longitudes de onda la muestra absorbe el IR, 
permitiendo una interpretación de cuales enlaces están presentes y 
permite la identificación tanto de especies moleculares, como su 
concentración en la muestra.15 
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Figura A7: Esquema en la espectroscopía infrarroja por Transformadas de Fourier 
(FT-IR). 
Las mediciones FT-IR en la presente Memoria de Tesis doctoral se 
realizaron en el espectrofotómetro infrarrojo ABB MB3000, equipado 
con un muestreador ATR PIKE MIRacleTM y una ventana de ZnSe, 
utilizando el software Horizon MBTM. Los espectros se adquirieron a 
temperatura ambiente, en un rango de longitud de onda de 4000-600 
cm-1, utilizando 256 exploraciones y con una resolución de 16 cm-1. 
Durante el análisis, la muestra se purgó con un deshidratado y 
desoxigenado en flujo de nitrógeno (20 mL min-1).  
AI.2.5. Estudio de la distribución del tamaño de partículas y del 
potencial Zeta 
Distribución de tamaño de partículas  
La distribución de tamaño de partículas se define como el 
porcentaje relativo de cada una de las distintas fracciones de tamaños 
representadas en una muestra. En la actualidad, existen multitud de 
metodologías rápidas y precisas, que alcanzan a medir tamaños de 
partículas cada vez más pequeñas. Podíamos clasificar los diferentes 
procedimientos por rangos de medida de menor a mayor tamaño en: 
▪ Análisis de dispersión Taylor, basado en pulsos de flujo laminar 
y absorbancia UV. 
▪ Dispersión de luz dinámica (DLS, Dynamic Light Scattering), 
basado en la dispersión de la luz y la velocidad del movimiento 
Browniano de las partículas. 
▪ Análisis de rastreo de nanopartículas, basado en la dispersión 
de la luz y la velocidad del movimiento Browniano de las 
partículas. 
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▪ Medición de masa resonante, basado en un sensor MEMS 
(sistemas micro electromecánicos) que contiene un voladizo de 
resonancia. 
▪ Difracción láser, basado en la variación angular de la intensidad 
de la luz dispersada. 
▪ Velocimetría de filtro espacial, basado en un conteo de 
partículas donde se mide la frecuencia de una señal de ráfaga. 
▪ Procesamiento automatizado de imágenes, basado en capturas 
de imágenes de partículas individuales.  
La técnica de dispersión de luz dinámica (DLS, Dynamic Light 
Scattering) es la utilizada en la presente Memoria de Tesis. El principio 
de esta técnica radica en que las partículas dispersan luz en todas las 
direcciones del espacio, con un patrón de intensidad dependiente del 
tamaño de la partícula 16 (Figura A8). 
En primer lugar, una fuente de luz monocromática, generalmente 
un láser, se dispara a través de un polarizador hacía en la muestra. 
Todas las moléculas, golpeadas por la luz, difractan la misma en todas 
las direcciones. La luz difractada puede interferir constructivamente 
(regiones claras) o destructivamente (regiones oscuras). Este proceso se 
repite en intervalos de tiempo cortos y el conjunto resultante de 
patrones de moteado se analiza mediante un autocorrelacionador que 
compara la intensidad de la luz en cada punto a lo largo del tiempo.  
 
Figura A8: Dispersión de luz dinámica de dos muestras: partículas más grandes en la 
parte superior y partículas más pequeñas en la parte inferior, adaptado de "DLS" 
Wikipedia. 
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Potencial Zeta (PZ) 
El potencial Zeta se trata del potencial eléctrico que existe en el 
plano de corte de la partícula, con una distancia corta de la superficie. En 
otras palabras, el potencial zeta es la diferencia de potencial entre el 
medio de dispersión y la capa estacionaria de fluido adherida a la 
partícula dispersa (Figura A9). 
 
Figura A9:Descripción del potencial Z. 
Las partículas que componen una disolución se encuentran 
cargadas eléctricamente gracias a sus características iónicas y de 
bipolaridad. La formación de una red de carga eléctrica en la superficie 
de la partícula puede afectar el ordenamiento iónico de la región 
interfacial anexa, provocando un aumento de la concentración de iones 
de carga contraria a las partículas cerca de la superficie. 
Cada partícula cuenta con una capa fija (unida fuertemente a la 
superficie), formada por iones cargados con carga opuesta por un área 
nebulosa (determinada por fuerzas electroestáticas mayoritariamente), 
la cual está formada por diferentes composiciones de iones de polaridad 
opuesta. Es decir, se crea una doble capa eléctrica en la región interfacial 
entre la partícula y el líquido donde el potencial decae cuando aumenta 
la distancia desde la superficie, hasta que a se vuelve cero. 
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Mediante el suministro de un voltaje a una disolución con partículas 
dispersas las partículas se verán atraídas por el electrodo de polaridad 
opuesta, que atraerá la capa fija y parte de la capa doble difusa. El 
potencial en el límite entre la unidad, en el plano mencionado de corte, 
entre la partícula con su atmósfera iónica y el medio que le rodea, se 
denomina PZ. 
El PZ es un indicador clave de la estabilidad de las dispersiones 
coloidales, ya que indica el grado de repulsión electrostática entre 
partículas adyacentes cargadas de forma similar en una disolución. Para 
moléculas y partículas que son lo suficientemente pequeñas, un alto PZ 
(negativo o positivo) conferirá estabilidad eléctrica alto PZ mientras 
que, las moléculas con bajo PZ tienden a coagularse.16 
En la presente Memoria de Tesis doctoral tanto la distribución del 
tamaño de partículas como el potencial zeta fueron investigados usando 
como instrumento Zetasizer Nano ZSP (Malvern Instruments Ltd., UK). 
Antes del análisis, la muestra fue dispersada en 10 mM de KNO3, 
realizándose cada experimento por triplicado (n = 3) a 25 °C. 
AI.3. Actividad catalítica 
AI.3.1. Reacciones Asistidas por Ultrasonidos 
Los ultrasonidos han sido ampliamente usados en Química 
Orgánica para la activación de reacciones químicas como alternativa al 
calentamiento convencional, mejorando los rendimientos en multitud 
de transformaciones químicas.17,18 Los ultrasonidos utilizan frecuencias 
entre los 20 y 40 kHz, pudiendo llegar a las 2 MHz.  
Los efectos químicos de los ultrasonidos se producen mediante un 
fenómeno llamado cavitación. Este fenómeno determina, en un medio 
líquido, que la expansión de los ultrasonidos genere presión negativa 
suficiente para deshacer las fuerzas de cohesión entre las moléculas del 
líquido, formándose localmente una microcavidad o burbuja. Esta 
cavidad crece rápida e inestablemente durante el ciclo acústico, de 
modo que el líquido que la rodea entra violentamente haciéndola 
estallar (Figura A10). Esta implosión de la burbuja crea un entorno 
favorecedor en catálisis, en algunos casos incluso, la cavitación puede 
inducir reactividad química (switching), modificando la naturaleza de 
los productos de reacción.  
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Figura A10: Secuencia de la implosión de las burbujas de cavitación, extraído de 
http://eswt.net/biological-mechanism. 
En catálisis heterogénea, donde el área de superficie de contacto 
entre catalizador y medio es tan importante, las burbujas se posicionan 
encima de la superficie sólida del catalizador, limpiándola de las 
impurezas que pueda presentar además de, producir una erosión 
importante en la misma, ampliando el contacto entre medio y 
catalizador y en consecuencia, aumentando la velocidad de reacción.19 
Otra característica en el uso de los ultrasonidos es el aumento de la 
transferencia de masa. Las fuerzas de la cavitación en el medio producen 
un flujo turbulento y un transporte, de forma que se va maximizando la 
exposición de unos reactivos con los otros.20 
La fuente de ultrasonidos más comúnmente utilizada y más 
económica para introducir ultrasonidos en una reacción 
innegablemente es el baño de ultrasonidos, en el cual el transductor 
(componente electromecánico encargado de generar los ultrasonidos) 
está fijado en la base de un baño lleno de agua (Figura A11). Los baños 
de ultrasonidos trabajan con frecuencias entre 30 y 50 kHz.  
 
Figura A11:Esquema baño ultrasonidos. 
La reacción de esterificación del ácido valérico asistida por 
ultrasonidos fue optimizada en la presente Memoria de Tesis en un baño 
ultrasónico, Ultrasound Midi II, P-seddlecta. Las mezclas de reacción de 
ácido valérico, en presencia de diferentes alcoholes y parámetros, 
fueron sometidas a irradiación por ultrasonidos durante 2 horas, con 
medidas continuas de temperatura. 
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AI.3.2. Reacciones Asistidas mediante Calentamiento Convencional. 
El calentamiento convencional se produce por corrientes de 
conducción, irradiación y convección,21 en reactores de tipo discontinuo. 
Este tipo de reactores (característicos de reacciones en fase líquida) 
están compuestos por un reactor tanque en agitación continua por lo 
que podemos suponer que la mezcla es perfecta, siendo la concentración 
y temperatura uniformes en toda la mezcla presente en el tanque.  
En la mayoría de los casos, el procedimiento consiste en introducir 
la mezcla de reacción en el recipiente cerrado y aumentar la 
temperatura hasta el nivel deseado (mediante un sistema de 
calefacción) para que se dé la reacción. En el caso de que la reacción sea 
exotérmica, este tipo de reactores cuenta con un sistema por el que 
circula fluido de enfriamiento con el que evitar la evaporación. Tras 
esto, se fija una temperatura acordada para poder controlar la 
temperatura de la masa reaccionante (Figura A12). 
 
Figura A12: Esquema reactor discontinuo para calentamiento convencional. 
La problemática es que los métodos de calentamiento convencional 
promueven una lenta e ineficiente transferencia de energía desde 
sistema de calefacción hacia la mezcla de reacción.21,22 Estos problemas 
resultan en la formación de un gradiente de temperatura desde fuera del 
tubo hacia el interior de la mezcla lo que conlleva problemas de 
reproducibilidad y fluctuaciones en la calidad de los productos, debidos 
a la falta de uniformidad de condiciones en todo el contenido. 
Sin embargo, es un proceso muy extendido mayoritariamente en la 
industria química, alimentaria o farmacéutica, donde es muy importante 
ofrecer una gran variedad de productos y ofrecer otros nuevos muy 
[141] 
rápidamente debido a que son sectores altamente competitivos. 
Además, la flexibilidad de estos reactores permite obtener nuevos 
productos sin tener que construir una nueva planta o sin tener que 
hacer grandes cambios de equipo. En resumen, se trata de un 
procedimiento versátil, energéticamente poco costoso, fácil de escalar 
industrialmente y con multitud de aplicaciones ampliamente estudiadas. 
Para las reacciones de optimización en la esterificacíón del ácido 
valérico en fase líquida desarrolladas en este trabajo de investigación, se 
ha empleado un sistema de síntesis paralela múltiple modelo Carrusel 
Reaction Station TM (Radleys Discovery Technologies) para llevar a 
cabo las reacciones mediante calefacción convencional. El tubo de 
reacción, con un volumen de aproximadamente 10 mL, está equipado de 
agitación magnética. Para la toma de muestra del medio, se ha utilizado 
una jeringa, tomando una pequeña cantidad de muestra a través de un 
filtro acoplado para minimizar la extracción de catalizador sólido. 
AI.3.3. Reacciones Asistidas por Microondas. 
En la actualidad, los equipos de microondas están generando una 
creciente popularidad como una herramienta alternativa al 
calentamiento convencional para la síntesis química en laboratorio. 
Estos equipos están diseñados con una cavidad, en la cual se coloca la 
muestra, con un control de temperatura y de presión, así como, 
agitación magnética para la mezcla de reacción. Así si colocamos la 
muestra en medio de la cavidad ésta puede ser irradiada con una sola 
longitud de onda, por lo cual estos equipos se denominan equipos de 
microondas focalizados (Figura A13). 
 
Figura A13: Representación esquemática de microondas focalizado, adaptado de 11. 
Cuando hacemos la comparación con una mezcla de reacción 
calentada utilizando calefacción convencional, la radiación microondas 
es mucho más eficiente y reduce enormemente el tiempo de reacción.23 
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Con la irradiación microondas, la energía suministrada está 
interaccionando con las moléculas a una velocidad muy rápida, las 
moléculas no tienen tiempo de relajarse y el calor generado puede ser, 
durante tiempos cortos, mucho más grande que la temperatura 
registrada de la mezcla de reacción en su conjunto, es decir, puede haber 
un sobrecalentamiento localizado instantáneo.24,25 Este calentamiento se 
produce debido a que el campo eléctrico de las microondas es alterno, 
provocando un rápido movimiento de las especies polares que tratan de 
alinearse con el campo. La resistencia a dicho movimiento genera calor. 
Tradicionalmente en Síntesis Orgánica, la mezcla de reacción se ha 
calentado mediante calentamiento convencional. Esta es una forma 
relativamente lenta de transferir calor a la muestra ya que depende de 
las corrientes de convección y de la conductividad térmica de la mezcla 
de reacción. También, las paredes del reactor pueden estar más 
calientes que la mezcla de reacción. Estos gradientes térmicos conllevan 
que reactivos o productos puedan descomponer a lo largo del tiempo. 
Además, las reacciones se desarrollan, frecuentemente, en un periodo de 
tiempo largo.  
Asimismo, la radiación de microondas generalmente reduce los 
tiempos de reacción y el consumo de energía e incrementa los 
rendimientos y las selectividades de las reacciones estudiadas 26 (Figura 
A14).  
 
Figura A14: Gradiente de temperatura invertida de microondas respecto a calefacción 
convencional (izquierda); y comparación de la transferencia de energía entre los dos 
(derecha), adaptado de 11. 
Con el microondas puede tener lugar un sobrecalentamiento de la 
muestra, debido a que esta se calienta tan rápidamente que la 
convección a la superficie del líquido y la vaporización no pueden 
disipar adecuadamente el exceso de energía. Este problema se ha 
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resuelto por la comercialización de diferentes microondas que 
contienen sistemas de enfriamiento muy eficaces.27 
Los ensayos de esterificación realizados en fase líquida asistidos 
por la técnica de microondas han sido llevados a cabo en un microondas 
focalizado modelo CEM-Discover, controlado y monitorizado por un 
ordenador. En el dispositivo experimental se han llevado a cabo 
utilizando el modo “Open Vessel”, que nos permite el control de la 
potencia de irradiación y la temperatura, trabajando a presión 
atmosférica. 
AI.3.4. Procesos electroquímicos. Reacción de Reducción del Oxígeno 
(RRO)  
A lo largo de este trabajo se han ejecutado diferentes técnicas 
electroquímicas para diversos fines, como la activación de los 
electrodos, su caracterización o la calibración previa de estos antes de 
efectuar las medidas de oxígeno. Las principales técnicas utilizadas han 
sido la voltamperometría cíclica y la cronoamperometría; de las cuales 
se hablará a continuación. 
Voltamperometría cíclica 
La voltamperometría cíclica es una técnica basada en la realización 
de un barrido triangular de potencial, iniciando en un potencial Ei hasta 
llegar a un potencial Ef y retornar de nuevo al potencial inicial, o bien a 
un segundo potencial diferente. Al aplicar el barrido triangular de 
potencial (Figura A15) y registrar la variación de la intensidad respecto 
al voltaje aplicado, se obtiene un voltamperograma que será de gran 
utilidad para el análisis de procesos redox. 
En el caso de realizar en primer lugar el barrido hacia el ánodo se 
observa en el voltamperograma un aumento de intensidad al alcanzar 
cierto potencial, debido a la reacción de oxidación. De la misma forma, al 
desarrollar el barrido en sentido contrario se puede observar un pico de 
intensidad al producirse la reacción de reducción (Figura A15). 
Para que esta técnica pueda ser desarrollada es necesario que el 
analito cuente con la posibilidad de ser oxidado o reducido en el rango 
de potenciales que se van a aplicar además de que está reacción redox 
sea reversible. La forma del voltamperograma dependerá 
principalmente del analito, su concentración, el rango de potencial 
escogido y la velocidad del barrido en la que se produzca. Esta forma 




Figura A15: Esquema voltamperometría cíclica (C-contraelectrodo, W-electrodo, R-
referencia), adaptado de 28. 
Cronoamperometría  
Esta técnica se basa en la aplicación de un programa de escalones 
de potencial. Como se observa en la Figura A16, el electrodo se somete 
a un potencial E1 durante un periodo de tiempo concreto para pasar al 
potencial E2, proporcionando el tiempo suficiente para que la medida se 
estabilice. 
 
Figura A16: Técnica de cronoamperometría. a) escalón de potencial aplicado. b) 
cronoamperograma obtenido, adaptado de 28. 
El potencial E2 escogido debe de ser coincidente con la zona de 
potenciales en el que el analito de estudio se reduce u oxida, para evitar 
la interferencia de otras especies que se encuentren en el medio. En la 
Figura A16 podemos observar un cronoamperograma donde se 
observa un aumento drástico de la intensidad de corriente en los 
primeros 5 segundos. Esto es debido fundamentalmente al inicio de la 
reacción redox que es el punto en el que el analito presenta una mayor 
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concentración entorno a la superficie del electrodo por lo que se 
produce una excelente transferencia de carga. 
Al avanzar la reacción, el consumo de analito y el engrosamiento de 
la capa de difusión, hacen que el transporte de materia hasta el 
electrodo se vuelva un parámetro limitante, promoviendo la 
disminución de la corriente registrada. Esta técnica resulta ventajosa en 
el análisis cuantitativo del analito, así como la calibración previa de los 
sensores, debido a la sencillez a la hora de interpretar los datos. Si se ha 
seleccionado el potencial de medida adecuado al analito de interés, la 
intensidad de corriente estará relacionada con la concentración del 
analito en la disolución. Así mismo, se puede utilizar esta técnica para la 
determinación experimental del coeficiente de difusión del analito, 
debido a que éste guarda relación con la intensidad medida en la zona 
de equilibrio. 
Los experimentos de voltamperometría cíclica y 
cronoamperométricos en la presente Memoria de Tesis doctoral se 
realizaron en una celda electroquímica de tres electrodos usando un 
Potentiostat / Galvanostat Autolab (Solartron1286). Se emplearon 
electrodos de Ni modificados con lacasa biosilicificada, como 
contraelectrodos se utilizó alambre de Pt y como electrodo de referencia 
Ag / AgCl (3 M, KCl). Los electrodos se almacenaron a 4°C en una 
solución de PBS. 
AI.3.5. Estudio de la actividad enzimática 
La medida de la actividad en catalizadores biológicos es un 
parámetro muy importante en el proceso de optimización metodológica, 
ya que nos aporta un gran conocimiento de la estabilidad de la enzima 
en base a multitud de factores (inmovilización, presencia de agua, 
temperatura diferencial…) y el estudio de su posible reúso catalítico en 
vista a desarrollar un posible escalado de los diferentes procesos. 
Existen varios métodos para determinar la actividad de enzimas 
como la lipasa, pero el procedimiento en esta memoria descrito es el 
método colorimétrico basado en la reacción hidrolítica del p-
nitrofenilbutirato (p-NPB).29 El p-nitrofenilbutirato (p-NPB) actúa como 
sustrato, y la actividad de la lipasa se determina en la cuantificación del 
p-nitrofenol (p-NP), producto de la hidrólisis del sustrato. 
A continuación, en las siguientes ecuaciones se determina cómo se 
procede al cálculo de la actividad enzimática (A7) y la actividad 
enzimática específica (A8) a partir de la absorbancia, obtenida en la 




















- (ΔAbsenzima-ΔAbspNPB)348nm es el incremento de la absorbancia con 
el tiemo medida a 348nm (punto isobéstico), y calculada a partir 
de la cinética de reacción, siendo la diferencia entre la respuesta 
obtenida de la muestra enzimática, y la respuesta medida para el 
sustrato, el p-NPB; 
- Vtotal en cubeta, volumen de reacción, es decir, la suma de los 
volúmenes de la disolución enzimática, el sustrato y el tampón; 
- Venzima, volumen de la disolución enzimática añadido a la cubeta; 
- ε348nm, coeficiente de extinción molar del p-NPB, 5.15 (mM cm)-
1; 




, concentración enzimática de la disolución calculada por 
el método Bradford.30 
El estudio de la actividad enzimática se ha llevado a cabo en la 
presente Memoria de Tesis doctoral en un espectrofotómetro UV-‐‐visible 
(LAMBDA 365 UV/Vis), a una longitud de onda de 348nm en la 
hidrólisis de una disolución 0.4mM de p-‐‐NPB.31 
AIII.3.6. Identificación y cuantificación de los reactivos y productos de la 
reacción empleando GC y GC/MS 
En las reacciones de esterificación del ácido valérico a ésteres, la 
mezcla de reacción se ha analizado por cromatografía de gases en un 
cromatógrafo Agilent 7890 GC equipado con una columna capilar 
Petrocol (100 m × 0.25 nm × 0.5 μm) y un detector de ionización de 
llama (FID). La caracterización de los productos de reacción se ha 
realizado mediante espectrometría de masas. 
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